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cDNA complementary DNA 
CoV Coronavirus 
CP crossing point 
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EV Enterovirus 
fow forward 
HCoV Humanes Coronavirus 
H. influenzae Haemophilus influenzae 
HMPV Humanes Metapneumovirus 
HRV Humanes Rhinovirus 
kb Kilobasenpaare = 1.000 Basenpaare 
MRSA  Methicillin-resistenter Stamm des Staphylococcus-aureus 
S. aureus Staphylococcus aureus 
S. pneumoniae Streptococcus pneumoniae 
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PBS Phosphate-buffered saline 
PCMV Porzines Cytomegalovirus 
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Unter den Infektionskrankheiten des Menschen spielen zoonotische Infektionen eine heraus-
ragende Rolle. Die stetigen Veränderungen der Lebensbedingungen, der Landwirtschaft und 
der industriellen Lebensmittelproduktion können schwerwiegende Auswirkungen auf die 
Ausbreitung dieser Erkrankungen haben (Paige et al., 2015). Bei Zoonosen handelt es sich um 
Infektionskrankheiten, die durch ein Tierreservoir, bestimmte Übertragungsmodi und Erkran-
kungen definiert sind, die sie beim Menschen auslösen (Cutler et al., 2010). Die Übertragung 
erfolgt auf natürlichem Weg vom Tier auf den Menschen, entweder direkt durch z.B. Inhala-
tion, Haut- oder Schleimhautkontakt oder indirekt z.B. durch den Verzehr von Tierprodukten 
(Schulze-Röbbecke, 2015). Einige Erreger haben das Potenzial, auch von Mensch zu Mensch 
übertragen zu werden. Je nach Pathogen ist das Tier ebenfalls symptomatisch oder asympto-
matisch infiziert. Veränderte Bedingungen der Lebensmittelproduktion (insbesondere die 
Massentierhaltung) und der Ernährung fördern ebenfalls die Verbreitung zoonotischer Erre-
ger (Cutler et al., 2010). Die Schweinehaltung und deren Produkte nehmen eine zentrale Rolle 
auf dem Lebensmittelmarkt fast der ganzen Welt ein. In den letzten 30 Jahren kam es so zu 
einer global rasch ansteigenden und intensivierten Produktion, allerdings nicht bedingt durch 
eine Zunahme der Zahl der landwirtschaftlichen Betriebe, sondern durch eine starke Vergrö-
ßerung der Tierbestände (Referenz: http://www.umweltdaten.landsh.de/agrar/bericht/ 
ar_tm_tabelle.php?ntabid=1181&Ref=GSB). Dies führte unweigerlich zu einer Zunahme der 
Übertragungshäufigkeit dieser Pathogene innerhalb der Herden, aber auch von Schweinen 
auf ihre Halter (Thapaliya et al., 2015). 
Schweine sind beispielsweise hervorragende Wirte für Infektionen mit verschiedenen Influ-
enzavirusstämmen und ermöglichen dadurch die Entwicklung neuer Virus-Linien mit pan-
demischen Potential, die im Rahmen des modernen Flugreiseverkehrs rasch weltweit ver-
breitet werden können (Cutler et al., 2010). Eine potenzielle Gefährdung des Menschen durch 
tierische Erreger ergibt sich auch bei medizinischen Anwendungen, wie dem Einsatz tieri-
schen Gewebes und tierischer Organe im Rahmen der Xenotransplantation (Thapaliya et al., 
2015). 
In dieser Studie sollte untersucht werden, ob es zu gegenseitigen Übertragungen respiratori-
scher Pathogene zwischen Schweinen und Landwirten kommt. Im Folgenden werden die für 





Adenoviren sind umweltresistente, unbehüllte Viren, deren Genom aus einer linearen Dop-
pelstrang-DNA besteht und der Familie der Adenoviridae angehören. Für den Menschen sind 
Vertreter des Genus Mastadenovirus pathogen. Dieses Genus wird nach phylogenetischen 
Kriterien in die Spezies A bis G unterteilt, die mehr als 54 Serotypen beinhalten. Die Typen 1–
8 und 40–41 decken 90 % aller menschlicher Isolate ab (Robinson et al., 2013). Die Ansteckung 
von Mensch zu Mensch erfolgt vor allem über Tröpfchen, aber auch Schmierinfektionen sind 
möglich. Als Infektionsquelle kommen überwiegend akut Erkrankte in Frage, die das Virus in 
großen Mengen ausscheiden (Lion, 2014). Als Eintrittspforte dient der Nasen-Rachen-Raum, 
wo das Virus sich auf den Schleimhäuten der Luftwege repliziert. Aber auch über die Kon-
junktiven und den Gastrointestinaltrakt können die Viren in den Körper gelangen. Adenovi-
ren sind ein häufiger Verursacher respiratorischer Infektionen, von einer Pharyngitis bis hin 
zu einer schweren Pneumonie, aber auch für diverse andere Erkrankungen, wie z.B. follikuläre 
Konjunktivitis, intestinale Infektionen und akut-hämorrhagische Zystitis (Wold & Horwitz. 
2015). Die Inkubationszeit beträgt im Mittel zehn Tage. Die Viren können über Monate persi-
stieren, ohne eine klinische Symptomatik hervorzurufen. Die Durchseuchung beginnt im 
Säuglingsalter. Die Infektionen werden in allen Altersgruppen beobachtet, wobei respiratori-
sche Erkrankungen vorwiegend im Säuglings- und Kindesalter auftreten. Schwere Verläufe 
gibt es bei Immunsupprimierten. Derzeit kann in Einzelfällen eine präventive oder therapeuti-
sche Behandlung mit Cidofovir durchgeführt werden (Mynarek et al., 2014). In den USA steht 
eine Impfung zur Verfügung, die bei Militärangehörigen akute Atemwegsinfektionen verhin-
dern soll (Greber et al., 2013). 
Porzine Adenoviren sind ebenfalls weltweit verbreitet. Die Infektion hat häufig einen asymp-
tomatischen Verlauf, kann aber auch zu milden Diarrhoen und zu Pneumonien der infizierten 
Tiere führen (Kumthip et al., 2019). Da diese Virus-Erkrankungen in der Regel nicht schwer 
verlaufen, bedarf es keiner Therapie oder Impfung (Kumthip et al., 2019). 
 Porzines Cytomegalovirus 
Das Porzine Cytomegalovirus (PCMV) gehört zur Subfamilie der β-Herpesviren, die ein Dop-
pelstrang-DNA-Genom besitzen (Morozov et al., 2016). Diese Viren zeigen eine hohe Wirts-
spezifität und aktive Infektionen konnten bisher ausschließlich bei Schweinen nachgewiesen 
werden. Im Rahmen von Versuchen zur Xenotransplantation wurden Abstoßungsreaktionen 
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bei Pavianen beobachtet (Yamada et al., 2014). Das Virus vermehrt sich in der Rüsselschleim-
haut und wird mit dem Rüsselsekret ausgeschieden. Die Übertragung erfolgt aerogen, jedoch 
sind auch intrauterine Infektionen möglich. Dabei kommt es zur Vergrößerung der befallenen 
Zellen mit histologisch nachweisbaren intranukleären Einschlusskörperchen. Bei Ferkeln kann 
es zu der Einschlusskörperchen-Rhinitis kommen (Gu et al., 2014). Bei neugeborenen Tieren, 
die intrauterin oder bei kolostrumfreier Aufzucht in den ersten Tagen infiziert wurden, 
kommt es zu einer generalisierten Infektion, die meist letal endet (Liu et al., 2013b). Die Viren 
vermehren sich in den Zellen des retikuloendothelialen-Systems. Kommt es erst später zu 
einem Kontakt mit dem Virus, so entwickelt sich ab der zweiten Lebenswoche eine natürliche 
Resistenz. Das Virus vermehrt sich dann hauptsächlich in den Drüsenzellen der Rüssel-
schleimhaut und den Lungenmakrophagen und es kann dabei zu vorübergehenden Rhinitis-
symptomen kommen (Fryer et al., 2001). Im Serum rekonvaleszenter Tiere sind Virus-spezifi-
sche Antikörper vorhanden. Das Virus ist auch noch mehrere Wochen nach der Infektion in 
den Lungenmakrophagen nachweisbar und man geht davon aus, dass das PCMV wie andere 
Herpesviren lebenslang latent in den Zellen verbleibt (Yoon & Edington, 2006). Eine Therapie 
ist für PCMV-Infektionen nicht bekannt (Waldmann et al., 2004). 
 Bocaviren 
Das Humane Bocavirus gehört zur Familie der Parvoviridae und ist ein Einzelstrang-DNA-Vi-
rus. Bei Menschen jeder Altersgruppe kann es zu Infektionen der oberen und unteren Atem-
wege kommen. Bei Kindern wurde es auch im Zusammenhang mit Gastroenteritiden im Stuhl 
nachgewiesen. Die Übertragung erfolgt aerogen und fäkal-oral (Gurda et al., 2010). Besonders 
gefährdet für eine Infektion sind Immunsupprimierte. Eine spezifische antivirale Therapie 
existiert bisher nicht (Proença-Modena et al., 2011). 
Im Jahre 2010 wurde erstmals auch beim Schwein ein Bocavirus entdeckt, das Porzine Boca-
virus. Dieses Virus wird zusammen mit anderen Viren (z.B. Porzines Circovirus Typ 2 und 
Porcine reproductive and respiratory syndrome virus) als ein Faktor für die Entstehung des 
sogenannten post-weaning-multisystemic wasting syndrome der Ferkel diskutiert. Hierbei kommt 
es zu Fieber und Dyspnoe, aber auch zu Aborten bei Sauen und einer hohen Sterblichkeit der 
erkrankten Ferkel (Zhai et al., 2010). Genetisch besteht eine enge Verwandtschaft zu dem 
humanen Bocavirus (Cheng et al., 2010). 
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 Porzines Circovirus Typ 2 
Das Porzine Circovirus 2 (PCV-2) gehört zur Familie der Circoviridae und kommt – soweit 
bekannt - ausschließlich bei Schweinen vor. Die Infektion mit diesem Einzelstrang-DNA-Virus 
führt zu einem Abfall der Lymphozytenzahl und begünstigt damit Sekundärinfektionen mit 
anderen Pathogenen (Opriessnig et al., 2011). Der genaue Pathomechanismus ist noch unge-
klärt; es wird aber vermutet, dass das Virus in Zellen die Apoptose induziert, somit die Lym-
phozytenproduktion im Knochenmark reduziert oder die Lymphozytenproliferation im 
sekundären lymphatischen Gewebe inhibiert (Chae, 2004; Finsterbusch & Mankertz, 2009). 
PCV-2 wird über Kot, Urin und Sperma ausgeschieden und direkt übertragen. Das Virus ver-
ursacht das bereits oben erwähnte post-weaning-multisystemic wasting syndrome (Alarcon et al., 
2013). Hiervon sind am häufigsten Schweine im Alter von 6-18 Wochen betroffen. Diese zeigen 
massiven Gewichtsverlust, eine chronische Pneumonie, vergrößerte Lymphknoten und eine 
Dermatitis mit petechialen Blutungen (Segalés, 2012). Ein Impfstoff steht zur Verfügung 
(Dvorak et al., 2016). 
Bisher wurde davon ausgegangen, dass der Mensch durch PCV-2 nicht infiziert werden kann 
(Burbelo et al., 2013). PCV-2 wurde aber in zwei Studien in humanen Stuhlproben nachge-
wiesen, ohne dass es zu einer Erkrankung durch das Virus gekommen wäre (Dennis et al., 
2018; Esona et al., 2014). 
1.3 RNA-Viren 
 Influenzaviren 
Influenzaviren besitzen ein segmentiertes Negativstrang-RNA-Genom, gehören zur Familie 
der Orthomyxoviridae und werden in drei humanmedizinisch relevante Genera (Influenzaviren 
Typen A, B und C) unterschieden. Speziell das Influenza-A-Virus, dessen natürliches Reser-
voir Wasservögel sind, hat eine hohe genetische Variabilität (Wright et al., 2015). So begünstigt 
die hohe Fehlerrate der viruseigenen RNA-abhängigen RNA-Polymerase während der 
Replikation die Entstehung zahlreicher Mutationen. Dies führt durch Veränderungen der 
antigenen Determinanten zum Antigendrift und ist mit dem jährlich auftretenden saisonalen 
Influenza-Geschehen beim Menschen verbunden (Wright et al., 2015). Andererseits hat das 
Virus durch sein segmentiertes Genom die Möglichkeit zum Austausch von 
Genomsegmenten, was als Antigenshift bezeichnet wird (Wright et al., 2015). Durch das 
genetische Reassortment verschiedener Influenza-A-Stämme tierischen und menschlichen 
Ursprungs kann ein neues, hochvirulentes und von Mensch-zu-Mensch übertragbares Virus 
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entstehen. Auf diese Art sind die Pandemiestämme von 1918, 1957, 1968 und zuletzt 2009 
entstanden (Saunders-Hastings & Krewski, 2016). Die durch Reassortierung entstehenden 
Viren können somit die Eigenschaften humaner, porziner und aviärer Influenzaviren vereinen 
(Neumann et al., 2009). Das Schwein eignet sich besonders gut als Wirt für derartige 
Mischinfektionen, da die Tiere sowohl mit den aviären wie auch den humanen Influenzaviren 
infiziert werden können (Zhou et al., 1999). 
Die Übertragung der Viren beim Menschen erfolgt über größere Tröpfchen, wie beim Niesen, 
aber auch durch den Kontakt mit kontaminierten Oberflächen und die anschließende 
Verschleppung in den Mund-und Nasenbereich (Zhu et al., 2013). Die Inkubationszeit beträgt 
ein bis vier Tage und die Symptomatik setzt abrupt mit schwerem Krankheitsgefühl, hohem 
Fieber, Kopf- und Gliederschmerzen und Reizhusten ein. Bei Kindern sind auch 
gastrointestinale Symptome möglich. Als Komplikation können zusätzlich eine primäre 
(virale) oder sekundäre (bakterielle) Pneumonie, eine kardiale Beteiligung und neurologische 
Erkrankungen, wie z.B. Enzephalopathie, Enzephalitis und das Reye-Syndrom auftreten 
(Panning, 2013; Wright et al., 2015). Die Infektion wird in der Regel symptomatisch behandelt. 
Bei schweren Krankheitsbildern und bei Risikopatienten können Neuraminidasehemmer 
eingesetzt werden. Die Neuraminidasehemmer verhindern die Freisetzung neu gebildeter 
Viruspartikel (Krumholz, 2014). Der Einsatz von RNA-Polymerase-Inhibitoren befindet sich 
derzeit in der Testphase (Zhou et al., 2018). Die wirksamste Maßnahme zum Schutz vor der 
Influenza besteht in der jährlichen Impfung vor Beginn der Saison (Schaberg & Burger, 2010). 
Influenzaviren sind bei Schweinen die zweithäufigste respiratorische Infektionsursache (Op-
riessnig et al., 2011). Die Symptome bei infizierten Tieren sind vielfältig und reichen von res-
piratorischen Infekten bis hin zu fieberbedingten Aborten, die sehr selten auch zum Tod der 
Zuchtsauen führen können (Zhou et al., 1999). 
 
Eine Infektion mit dem Influenza-C Virus findet bereits häufig im Kindesalter statt (90 % 
seropositiv für Influenza-C) (Sederdahl & Williams, 2020). Die Krankheitsanzeichen sind im 
Vergleich zur saisonalen Influenza eher als milde, respiratorische Symptome beschrieben, 
wobei es zu einer Zunahme von Fällen hospitalisierter Kinder mit schweren Infekten der 
unteren Atemwege kommt (Fritsch et al., 2019). Das Virus kann auf verschiedene Tiere, z.B. 
Schweine, Hunde oder auch Rinder übertragen werden und ebenfalls einen respiratorischen 
Infekt verursachen (Bailey et al., 2018; Zhang, Hewei et al., 2018). Eine horizontale Ansteckung 
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ist lediglich beim Schwein nachgewiesen (Yuanji et al., 1983). Eine bessere Überwachung des 
Virus in Tierbeständen soll etabliert werden (Bailey et al., 2018). 
 Parainfluenzaviren 
Bei den Humanen Parainfluenzaviren unterscheidet man vier Serotypen, die der Familie der 
Paramyxoviridae angehören und ein nicht-segmentiertes Negativ-Strang-RNA-Genom besitzen 
(Karron und Collins, 2015). Innerhalb der ersten sechs Lebensmonate erfahren die meisten 
Kinder eine Infektion mit dem Typ 3, bis zum Alter von fünf Jahren sind in der Regel In-
fektionen mit allen Serotypen durchgemacht worden. Da die Immunität nach überstandener 
Erkrankung nur kurzzeitig anhält, kommt es lebenslang zu Reinfektionen, die dann aber mil-
der ablaufen (Henrickson, 2003). Eine Tröpfchenübertragung oder der Kontakt mit Nasen-
sekret sind die hauptsächlichen Infektionswege. Eintrittspforte ist der Nasen-Rachen-Raum, 
wo sich das Virus im Flimmerepithel der oberen und unteren Atemwege vermehrt (Branche 
& Falsey, 2016). Bei Erwachsenen kommt es nun zu einer katarrhalischen Entzündung, wo-
hingegen es bei Kleinkindern, besonders bei Erstauftreten, zu einem Ausbreiten der Infektion 
in die tiefen Bronchien mit Entstehung peribronchiolärer Infiltrate und Ödeme kommen kann. 
Die Inkubationszeit beträgt etwa zwei bis vier Tage. Ca. 15 % der Erkrankungen manifestieren 
sich in den unteren Atemwegen, am häufigsten mit einer Bronchiolitis (Typ 2 und 3) oder mit 
Pseudokrupp (Typ 1) (Marx et al., 1997). Interstitielle Pneumonien, aber auch disseminierte 
Erkrankungen mit Beteiligung von Leber, Herz und Meningen können als schwere Verläufe 
bei Patienten mit Immundefekten auftreten (Liu et al., 2013a). Die Therapie erfolgt symptoma-
tisch (Branche & Falsey, 2016). 
Im Jahr 2013 wurden erstmals Porzine Parainfluenzaviren vom Serotyp 1 bei Schweinen nach-
gewiesen. Dieses Virus hat eine enge genetische Verwandtschaft zu den humanen Virusstäm-
men (Lau et al. 2013). Weitere Versuche zeigten, dass die Infektion durch dieses Virus beim 
Schwein wahrscheinlich asymptomatisch bleibt (Palinski et al., 2016). 
 Pneumoviren 
Das Respiratorische Synzytialvirus (RSV) hat ein nicht segmentiertes Negativ-Strang-RNA-
Genom (Walsh, 2012) und zählt zu dem Genus der Orthopneumoviridae. Zwei Subtypen exi-
stieren, die mit dem Buchstaben A und B bezeichnet werden (Collins & Crowe Jr., 2015). Das 
Virus kommt ubiquitär vor und ist die häufigste Ursache für schwere Atemwegserkrankun-
gen im Kleinkindalter, wobei Frühgeborene und Kinder mit angeborenen Herzfehlern und 
bronchiopulmonaler Dysplasie besonders gefährdet sind. Diese Gruppe erkrankt häufig an 
1 Einleitung 
 7 
Pneumonien und Bronchiolitiden und hat mit bis zu 2 % eine hohe Letalität. Auch bei Im-
munsupprimierten kann es zur Exazerbation der Infektion kommen (Mori et al., 2014). 
Die Übertragung erfolgt über Tröpfchen oder Kontakt mit Nasen-Rachen-Sekret. bzw. damit 
kontaminierte Gegenstände. Das hochinfektiöse Virus wird noch bis zu drei Wochen nach der 
Infektion ausgeschieden (Hogan et al., 2016). RSV dringt über die Konjunktiven oder die 
Nasenschleimhäute in den Körper ein und breitet sich dann unter Synzytienbildung in die 
tiefen Atemwege aus, wobei es in den Bronchien und Bronchiolen zu einer Entzündung mit 
interstitiellen Infiltraten und ausgeprägten Ödemen kommt. Diese führen bei Säuglingen 
durch Verengung der Atemwege und einer Zunahme des Atemwiderstandes zu Atemnot. Für 
erkrankte Kinder besteht zusätzlich ein erhöhtes Risiko, an allergischer Bronchitis, Asthma 
oder chronisch-obstruktiver-Lungenkrankheit zu erkranken (Gomez et al., 2014). Erwachsene 
und Immunsupprimierte können ebenfalls durch RSV infiziert werden. Bei letztgenanntem 
Patientenkollektiv kann diese Infektion schwer oder gar tödlich verlaufen (Falsey et al., 2005; 
Panuska et al., 1992). Eine RSV-Infektion beginnt nach einer Inkubationszeit von ca. zwei bis 
acht Tagen. Eine wirksame kausale Behandlung ist nur bedingt verfügbar; so kann bei einer 
nachgewiesenen RSV-Infektion bei Risikopatienten, z.B. nach Lungentransplantation, eine 
inhalative Ribavirin-Therapie in Erwägung gezogen werden (Pelaez et al., 2009). Weiterhin 
besteht die Möglichkeit der prophylaktischen Gabe der monoklonalen Antikörper Palivizu-
mab oder Motavizumab bei besonders gefährdeten Personen (Drick & Welte, 2016; Raghunan-
dan et al., 2014). In der Literatur findet sich derzeit kein Hinweis, dass dieses Virus eine 
Infektion bei Schweinen verursachen würde. 
Das Humane Metapneumovirus (HMPV) ist eng mit RSV verwandt und gehört ebenso zur 
Familie der Pneumoviridae (Collins & Crowe Jr., 2015). Das Virus kommt weltweit vor und 
vorwiegend Kinder bis zum fünften Lebensjahr erkranken. Die Durchseuchungsrate beträgt 
in dieser Altersgruppe über 90 %. Kleinkinder unter zwei Jahren sind besonders gefährdet, an 
einer schweren, tiefen Atemwegsinfektion zu erkranken (Adams et al., 2015). Verglichen mit 
RSV verläuft die HMPV-Infektion bei Kleinkindern milder und seltener letal. Bei älteren Men-
schen und Patienten mit einem Immundefekt oder hämatologischen Grunderkrankungen sind 
jedoch schwere, potenziell tödliche Verläufe möglich (Principi & Esposito, 2014). 
Die Übertragung erfolgt über Tröpfchen und die Inkubationszeit beträgt vier bis fünf Tage. 
Ähnlich wie bei RSV kommt es zu den Symptomen einer klassischen Erkältungskrankheit, die 
durch eine Mittelohrentzündung kompliziert werden kann (van den Hoogen et al., 2001). Eine 
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spezifische Therapie steht nicht zur Verfügung (Drick & Welte, 2016). In der Literatur ist der-
zeit kein Hinweis darauf zu finden, dass dieses Virus eine Infektion bei Schweinen auslösen 
könnte. 
 Picornaviren 
Die Familie der Picornaviridae ist eine heterogene Gruppe von Viren, die bei Menschen und 
Tieren zu finden sind. Alle Vertreter haben ein einzelsträngiges Positiv-RNA-Genom (Zell et 
al., 2017). Die für diese Arbeit relevanten Vertreter der Picornaviren werden vorgestellt. 
Bei den Humanen Enteroviren existieren die vier Spezies der Typen A–D. Diese Viren sind 
weltweit verbreitet und haben in Kindern ihr wichtigstes Reservoir (Pallansch & Roos, 2015). 
Die Enteroviren werden noch monatelang nach einer Infektion mit dem Stuhl ausgeschieden. 
Daher findet die Übertragung direkt fäkal-oral oder bei Infektionen der oberen Atemwege 
durch Tröpfchen statt (Huzly, 2014). Je nach Übertragungsweg sind der Nasen-Rachen-Raum 
oder der Dünndarm die Eintrittspforten für die menschliche Infektion (Schöffel et al., 2018). 
Viele Enteroviren erzeugen einen banalen Schnupfen oder eine fieberhafte Pharyngitis mit 
allenfalls milden Gastroenteritiden, auch Sommergrippe genannt. Das Virus kann bei der 
Hand-Fuß-Mund-Krankheit auch ein Exanthem verursachen. Besonders bei Kleinkindern 
können Enteroviren eine aseptische Meningitis hervorrufen. Diese Erkrankung hat fast immer 
einen benignen Verlauf mit einer Ausheilung nach wenigen Tagen. Eine Myokarditis geht vor 
allem bei Neugeborenen und Säuglingen mit einer hohen Letalität einher 
(Säuglingsmyokarditis). Weiter wird vermutet, dass es bei der Infektion des fetalen Myokards 
zu Aborten kommen kann (Chang et al., 2004). Die Erkrankungen treten akut auf und sind 
normalerweise selbstlimitierend. Die Enterovirusinfektion kann aber auch zur Entstehung 
einer chronischen Myokarditis oder einer dilatativen Kardiomyopathie beitragen (Graaf et al., 
2016). Die Inkubationszeit beträgt im Mittel etwa sechs bis zwölf Tage. Die Therapie erfolgt 
symptomatisch, da die Erkrankung in den meisten Fällen selbstlimitierend ist. Eine 
Schutzimpfung befindet sich in der Entwicklung (Chung et al., 2008). 
Porzine Enteroviren haben, insbesondere bei Ferkeln, eine sehr hohe Durchseuchungsrate. 
Man geht davon aus, dass die Sauen das Virus über die Milch an die Ferkel übertragen (Vilar 
et al., 2016). Infektionen mit Porzinen Enteroviren verlaufen asymptomatisch (Anbalagan et 
al., 2014). 
Humane Rhinoviren sind für die meisten respiratorischen Infektionen beim Menschen ver-
antwortlich (Turner & Couch, 2015). Die Rhinoviren sind genetisch eng mit den Enteroviren 
1 Einleitung 
 9 
verwandt und werden daher einem gemeinsamen Genus zugeordnet (Royston & Tapparel, 
2016). Im Gegensatz zu letzteren sind sie aber instabil gegenüber Magensäure und infizieren 
daher vorwiegend die Schleimhäute des Nasen-Rachen-Raums (Andréoletti et al., 2000). Eine 
Schmierinfektion durch kontaminierte Hände oder Gegenstände ist der bevorzugte Übertra-
gungsweg, weniger häufig auch eine Tröpfcheninfektion (van Kempen et al., 1999). Nach ein 
bis drei Tagen Inkubationszeit treten die typischen Erkältungs-Symptome auf, schwerere 
Verläufe, wie z.B. eine Pneumonie, können bei den Risikogruppen der immunsupprimierten 
und älteren Menschen vorkommen (Hayden, 2004). Nach einer überstandenen Infektion be-
steht auf Grund der gering ausgeprägten Antigenität und hohen Variabilität der Rhinoviren 
keine dauerhafte Immunität (Blomqvist et al., 2002). Die Therapie erfolgt symptomatisch und 
die beste Prävention besteht in der Befolgung allgemeiner Hygieneregeln mit häufigem und 
gründlichem Händewaschen. Ein Impfstoff existiert nicht (Glanville & Johnston, 2015). Eine 
Infektion von Schweinen durch Humane Rhinoviren ist nach derzeitigem Literaturstand nicht 
beschrieben. 
Parechoviren ähneln den Enteroviren in ihrer klinischen Manifestation (Benschop et al., 2006). 
Hauptsächlich kommt es zu Diarrhoen und Erkältungskrankheiten, selten auch zu zentralner-
vösen Manifestationen (Fischer et al., 2014). Parechoviren können Schweine asymptomatisch 
infizieren (Yu et al., 2013). 
 Coronaviren 
Die Humanen Coronaviren (HCoV) gehören wie auch die Porzinen Coronaviren zu der 
Familie Coronaviridae. Dabei werden verschiedene humanpathogene Virustypen 
unterschieden (229E, 63, OC43, HKU1, SARS und MERS). Diese Viren besitzen ein lineares 
Positiv-Strang-RNA-Genom von 27–31 kb (Lai et al., 2015). Beim Menschen führen HCoV-
Infektionen vor allem in den Wintermonaten zu akuten respiratorischen Erkrankungen, 
sowohl der oberen als auch der unteren Atemwege. Häufig werden Koinfektionen zusammen 
mit anderen respiratorischen Viren beobachtet. Mehrfachinfektionen sind mit einem 
schwereren Krankheitsbild vergesellschaftet (Kim et al., 2017). 
Die Übertragung erfolgt sehr leicht von Mensch zu Mensch über Aerosole oder Tröpfchen. 
Nur durch konsequente Hygienemaßnahmen lässt sich eine Ansteckung verhindern (Guery 
et al., 2013). Die Viren dringen über den Nasen-Rachen-Raum ein und vermehren sich dort. In 
den meisten Fällen verläuft die Erkrankung wie eine banale Erkältung (Vabret et al., 2009). Die 
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Therapie erfolgt symptomatisch und bakterielle Superinfektionen bedürfen einer gezielten 
Behandlung (Rose, 2014). 
Infektionen unterschiedlicher Tierspezies durch Coronaviren sind bekannt und haben einen 
ökonomischen Stellenwert in der Nutztierhaltung. Bei Ferkeln kommt es durch die Infektion 
zur Diarrhoe, bei Hühnern zu einer Erkrankung der Nieren und der oberen Atemwege 
(Perlman & Netland, 2009). 
In den Jahren 2002-2003 kam es nach Übertragung eines Coronavirus aus dem tierischen Re-
servoir (Himalaya-Fleckenmusang, Fledermäuse, Marderhunde, chinesische Sonnendachse) 
auf den Menschen zur Entstehung einer humanen Epidemie mit 8.096 Erkrankungs- und 774 
Todesfällen (Drexler et al., 2014; Li et al., 2005). Dieses sogenannte severe acute respiratory 
syndrome (SARS)-CoV breitete sich begünstigt durch den modernen Flugverkehr weltweit aus. 
Das Virus konnte nicht nur aus dem Sputum, sondern auch aus Stuhl und Urin isoliert 
werden, so dass die Symptome neben einer Infektion der unteren Atemwege im Sinne einer 
viralen Pneumonie auch wässrige Durchfälle waren. Eine Immunsuppresion mit fallenden T-
Zell-Zahlen wurde ebenfalls beoabachtet. Glücklicherweise konnte das Virus rasch identifi-
ziert und in seiner Verbreitung eingedämmt werden (Peiris et al., 2004), so dass es heutzutage 
offenbar nicht mehr zirkuliert. 
Seit 2012 kommt es zu neuen zoonotischen Infektionen mit einem anderen zoonotischen Co-
ronavirus, dem sogenannten Middle East respiratory syndrome (MERS)-CoV. Als tierisches 
Reservoir werden Kamele und Fledermäuse angesehen (Chu et al., 2014; Gong & Bao, 2018). 
Ähnlich zu SARS-CoV verursacht auch MERS-CoV eine schwere Schädigung des Lungenge-
webes (Becher et al., 2015). Bei engem Kontakt mit infizierten Kamelen kann es zu einer Über-
tragung des MERS-CoV auf Menschen kommen (Azhar et al., 2014), aber auch eine effiziente 
nosokomiale Verbreitung wurde beobachtet. 
Im Dezember 2019 wurden in Wuhan, einer zentralchinesischen Millionenmetropole, 
vermehrt Lungenentzündungen bei Besuchern eines Fisch- und Lebendtiermarktes 
beobachtet. Als Verursacher dieser Pneumonien wurde kurze Zeit später ein neues 
Coronavirus 2019-nCoV identifiziert (Hui et al., 2020). Dieses Virus ist eng mit dem SARS-
Virus verwandt und breitet sich bisher vor allem in Wuhan und der Provinz Hubei aus. So 
berichtet die Weltgesundheitsorganisation dort von aktuell 33.366 Fällen, darunter 1.068 
tödliche Verläufe. Mittlerweile sind auch andere chinesische Provinzen betroffen, ebenso 
Länder rund um den Globus, so dass bisher insgesamt 45.171 Infektionen zur Meldung kamen, 
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darunter auch 1.115 Todesfälle (Welt-Gesundheits-Organisation, 
https://www.who.int/docs/default-source/coronaviruse/situation-reports/20200212-
sitrep-23-ncov.pdf?sfvrsn=41e9fb78_2, Stand 12.02.2020). 
Anhand des Vergleichs verschiedener Coronavirussequenzen wird angenommen, dass 2019-
nCoV wie schon SARS-CoV und MERS-CoV aus Fledermäusen stammt und über einen 
Zwischenwirt seinen Weg zum Menschen fand (Lu et al., 2020). Das Virus ist direkt von 
Mensch zu Mensch übertragbar und verursacht neben schweren viralen Pneumonien häufige 
nur milde respiratorische Symptome (Rothe et al., 2020). 
Das Porzine Respiratorische Coronavirus (PRCV) verursacht, wenn überhaupt, eine milde 
respiratorische Infektion, die soweit bekannt nur Schweine betrifft (Boniotti et al., 2016). Das 
Virus ist eine Variante des schon lange bekannten enteralen CoV des Schweines, dem Erreger 
der Transmissiblen Gastroenteritis (Rasschaert et al., 1990). PRCV wird über Aerosole über-
tragen und gelangt so in den nasalen Raum. Nach einer Virämie vermehrt sich das Virus in 
den Bronchial- und Mesenteriallymphknoten (Laude et al., 1993). Die klinische Bedeutung ist 
noch nicht gänzlich geklärt, es wird aber diskutiert, dass dieses Virus als Wegbereiter für 
andere Infektionen ist, wie z.B. PRRSV oder bakterielle Superinfektionen. In den meisten Fäl-
len verläuft die Erkrankung subklinisch (van Reeth et al., 1996). Da praktisch keine klinischen 
Symptome auftreten, ist eine Behandlung nicht nötig. Nach überstandener PRCV-Infektion 
entsteht keine Kreuzimmunität gegen den Erreger der Transmissiblen Gastroenteritis. Eine 
Impfung existiert nicht (Mack et al., 2015). 
Das Porcine hemagglutinating encephalomyelitis virus (PHEV) ist ein weiteres CoV des 
Schweins. Nach einer Infektion mit diesem Virus kommt es bei Ferkeln zu Erbrechen oder 
einer Encephalomyelitis, jedoch eher seltener zu einer respiratorischen Beteiligung. PHEV ist 
bisher beim Menschen noch nicht nachgewiesen worden (Lorbach et al., 2017). 
 Porcine reproductive and respiratory syndrome virus 
Das Porcine reproductive and respiratory syndrome virus (PRRSV) gehört zu der Familie der 
Arteriviridae und hat ein Positiv-RNA-Genom. Das Virus wird bisher nur mit Infektionen bei 
Schweinen in Verbindung gebracht (Cho & Dee, 2006). 
Tiere, die als symptomlose Virusausscheider zugekauft worden sind, sorgen dafür, dass sich 
das Virus in einem bis dahin gesunden Bestand ausbreiten kann. Nach der nasalen Aufnahme 




PRRSV wird mit allen Körpersekreten bereits am zweiten Tag nach der Infektion ausgeschie-
den und bei günstigen atmosphärischen Bedingungen kann die aerogene Verbreitung bis zu 
drei Kilometer betragen. Die Übertragung kann direkt und indirekt, sowie horizontal und 
vertikal erfolgen (Cho & Dee, 2006). Die Inkubationszeit beträgt etwa zwei bis sechs Tage. Im 
Anschluss an die Vermehrung in den Atemwegen mit Schädigung der Lungenmakrophagen, 
der bronchialen Zilien und der Typ-II-Pneumozyten kommt es zu einer Infektion der regio-
nären Lymphknoten, einer Virämie und schließlich zu einer systemischen Ausbreitung in 
Monozyten und Makrophagen verschiedener Gewebe (Lunney et al., 2016). 
Unterschiedliche Krankheitszeichen werden beobachtet. So kommen grippeartige Symptome, 
begleitet durch Fieber, Fressunlust und teils hämorrhagischen Veränderungen der Extremitä-
ten vor. Intrauterine Infektionen bemerkt man erst später, da es dann zu Aborten, Totgeburten 
und Frühgeburten kommen kann (Allan et al., 2000). Nach dem Überwinden der Infektion 
entwickelt sich eine nur kurz anhaltende Immunität. Die Virusausscheidung kann bis zu 23 
Wochen anhalten (Chen et al. 2016). Eine Impfung für Absatzferkel steht zur Verfügung. Ihr 
Stellenwert ist aber umstritten, da sie die Infektion selbst nicht verhütet, sondern nur die Virä-
miedauer, die Schwere der Organläsionenen und die Virusausscheidung verringert (Suradhat 
et al., 2015). Die Therapie erfolgt symptomatisch. Das Virus besitzt allerdings eine geringe Te-
nazität und Desinfektionsmittel mit Detergentien-Eigenschaften sind gut wirksam (Acker-
mann, 2013; Du et al., 2017). 
1.4 Bakterien 
 Staphylococcus aureus 
Bei der Gattung Staphylococcus handelt es sich um Gram-positive, nicht sporenbildende 
Kugelbakterien. Alle Vertreter dieser Gattung sind sehr widerstandsfähig gegenüber Hitze, 
Austrocknung, UV-Licht, pH-Veränderungen und einer hohen Salzkonzentration. Die 
Übertragung kann durch direkten Kontakt bzw. Tröpfcheninfektion oder indirekt über Staub 
erfolgen (Tong et al., 2015). Die wenig bis apathogenen Staphylokokken exprimieren keine 
Plasmakoagulase und werden daher unter dem Begriff der Koagulase-negative 
Staphylokokken (KNS) zusammengefasst. Hierbei handelt es sich um Mikroorganismen der 
physiologischen Haut-/Schleimhautflora des Menschen (Reichel et al., 2011). 
Die wichtigste pathogene Art der Staphylokokken ist S. aureus, der durch seine Koagulase-
Bildung gekennzeichnet ist. Dieses Bakterium verfügt über ein großes Repertoire an Enzymen 
(z.B. Hyaluronidase, DNase, Plasmakoagulase, Exfoliatine) und Toxinen (Otto, 2014). Die aus-
1 Einleitung 
 13 
gelösten Infektionen lassen sich hinsichtlich ihrer Pathogenese in die folgenden drei Gruppen 
aufteilen (Tong et al. 2015). 
Bei den invasiven Infektionen entstehen nach dem Eindringen über die Haut oder Schleimhaut 
lokal begrenzte, mit Eiterbildung einhergehende Infektionen. Beispiele hierfür sind Wundin-
fektionen, Otitis media, Pneumonie oder Endokarditis. Fremdkörper oder Prothesen können 
ebenfalls mit einem Biofilm überzogen werden und so eine Sepsis auslösen. 
Bei den Toxikosen kommt es nach der Einnahme von hitzestabilen Enterotoxin mit 
kontaminierten Speisen nach wenigen Stunden zu einer Lebensmittelintoxikation mit 
Übelkeit, Erbrechen und Diarrhoe. Auch unbehandelt sistieren die Symptome meist nach etwa 
24 Stunden. 
Bei den Mischformen können Exfoliatine-produzierende Stämme, die oberflächlich die Haut 
infizieren, die Dermatitis exfoliativa (staphylococcal scaled skin syndrom), den Pemphigus neona-
torum oder die Impetigo bullosa auslösen. Superantigen-exprimierende Stämme können das 
toxische Schock-Syndrom hervorrufen, zu invasiven Infektionen bis zum lebensbedrohlichen 
Schock oder auch nur zur Schleimhautbesiedelung führen (Dayan et al. 2016). 
Bei der Lebensmittelintoxikation steht die symptomatische Therapie im Vordergrund. Abge-
grenzte Infektionen bedürfen meist chirurgischer Maßnahmen, wie z.B. der Spaltung und 
Drainage von Abszessen. Weiterhin gibt es die Möglichkeit einer antibiotischen Therapie mit 
einem penicillinasefesten Penicillin-Derivat. Ebenfalls müssen Resistenzen gegen Oxacillin 
und Aminoglykoside berücksichtigt werden. Die Therapie sollte möglichst antibiogramm-
gerecht erfolgen (Tong et al., 2015). 
Methicillin-resistente Staphylococcus-aureus-Stämme (MRSA) stellen ein besonderes noso-
komiales Problem dar (Kallen et al., 2010). Etliche Patienten werden durch einen Aufenthalt 
im Krankenhaus mit MRSA besiedelt oder infiziert (hospital aquired MRSA), aber die Zahl der 
in der Öffentlichkeit und beim Sport übertragenen MRSA (community aquired MRSA) nimmt 
stetig zu (Huggins et al., 2018). Hohe Trägerraten finden sich bei dem Krankenhauspersonal, 
wo vor allem die Schleimhaut des vorderen Nasenbereiches besiedelt ist (Klevens et al., 2007). 
Die MRSA-Besiedelungsrate bei medizinischem Personal beträgt in manchen Regionen 25,5 % 
(El Aila et al., 2017). 
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Alle MRSA sind durch die Bildung eines veränderten Penicillin-Binde-Proteins (PBP-2a) ge-
kennzeichnet, das gegenüber β-Lactam-Antibiotika unempfindlich ist (Lim & Strynadka, 2002; 
Sewell & Brown, 2014). Häufig findet sich auch ein erweitertes Resistenzprofil, das auch 
Resistenzen gegen Fluorchinolone, Erythromycin und Clindamycin einschließt (Kresken et al., 
2010). 
Schweinebestände haben in der Regel eine hohe Besiedlungsrate mit S. aureus, hierbei insbe-
sondere mit MRSA (Herden-Prävalenz 97 %, Einzeltier-Prävalenz 77 %) (Kinross et al., 2017). 
Derzeit nimmt man an, dass die besiedelten Tiere und die Stallumgebung durch Reinfektionen 
für die hohe Trägerrate unter den Beständen verantwortlich sind und die Landwirte, die engen 
und häufigen Kontakt zu der Herde haben, auch mit diesen Stämmen infiziert werden (Bos et 
al., 2016). Die Schweine selbst sind nicht als permanent besiedelt zu betrachten, sondern durch 
das ubiquitäre Vorkommen der Bakterien im Stall kommt es ständig zur Neubesiedelung der 
Rüssel einiger Tiere und in Folge dessen zur Verbreitung in der Herde (Verstappen et al., 
2017). In Analogie zu den hospital acquired und community acquired MRSA bezeichnet man diese 
Stämme als livestock-associated MRSA (Meemken et al., 2010). 
 Streptococcus pneumoniae 
Streptococcus (S.) pneumoniae, die auch als Pneumokokken bezeichnet werden, sind ovale bis 
lanzettförmige Diplokokken, die von einer Polysaccharidkapsel umgeben werden. Diese Kap-
sel ist der wichtigste Virulenzfaktor und verhindert die Phagozytose des Bakteriums. Antigen-
variationen der Kapsel erlauben die Unterscheidung von 91 Serovaren (Hathaway et al., 2016). 
Die Pneumokokken haben eine charakteristische Kultur-Morphologie und weisen auf Blut-
agar eine α-Hämolyse auf. Die Anwesenheit von CO2 begünstigt das Wachstum in der Kultur 
(Allegrucci & Sauer, 2007; Bogaert et al., 2004b). 
Eine Infektion mit dem Bakterium entsteht fast immer endogen, da 40–70 % aller Menschen 
symptomlose Träger des Erregers im Oropharynx sind und der Mensch als natürliches Erre-
gerreservoir gilt. Die wichtigste Pneumokokken-Infektion ist die Lobärpneumonie. Daneben 
sind die Bakterien für Entzündungen des Mittelohrs und der Nasennebenhöhlen sowie für das 
Ulcus corneae verantwortlich. Als sekundäre Infektion kann es durch hämatogene Streuung 
zu einer Meningitis kommen (Tettelin et al., 2001). Zu den prädisponierenden Faktoren zählt 
vor allem die Asplenie. Durch das Fehlen der Milz kommt es zu einer erhöhten Anfälligkeit 
gegenüber bekapselten Bakterien, insbesondere den Pneumokokken, und es kann sich eine 
fulminante Sepsis entwickeln. Weitere Risikofaktoren für eine schwere Erkrankung sind 
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chronische Herz- oder Lungenleiden, Diabetes mellitus, Leberzirrhose oder Erkrankungen der 
Niere und der blutbildenden Organe (Bogaert et al., 2004a). Zur Therapie stehen die 
Basispenicilline, alternativ Erythromycin oder ein Cephalosporin der III. Generation zur 
Verfügung (Appelbaum, 1992). Den Senioren ab dem 60. Lebensjahr und Kindern wird eine 
Schutzimpfung gegen Pneumokokken empfohlen (van der Poll & Opal, 2009). 
Das zoonotische Potential von S. pneumoniae ist bisher nur wenig untersucht. In einer aktuellen 
Studie konnte man jedoch Pneumokokken bei unterschiedlichen Haustieren nachweisen, 
darunter sogar humanpathogene Stämme bei Hunden und Ratten (Ginders et al., 2017).  
 Haemophilus species 
Haemophilus wird zur Familie der Pasteurellaceae zugeordnet. Dabei handelt es sich um ein 
kleines, zartes, unbewegliches, oftmals bekapseltes, Gram-negatives Stäbchen. Für die An-
zucht einiger Haemophilus-Typen benötigt der Erreger bestimmte Wachstumsfaktoren aus 
Erythrozyten (NAD und Hämin). Die Anzucht gelingt auf Kochblutagar oder auf Blutagar mit 
S. aureus als Amme (Whitman et al., 2015). 
Haemophilus (H.) influenzae wird aufgrund seiner Kapsel-Antigene in die Serotypen A–F 
klassifiziert. Das Bakterium hat zwei wesentliche Pathogenitätsfaktoren. Zum einen verhin-
dert die Kapsel, dass der Erreger phagozytiert wird und zum anderen bildet der H. influenzae 
eine IgA-Protease, welche die lokale Immunabwehr auf der Schleimhaut schwächt und so die 
Invasion in das Gewebe erleichtert (Rosadini et al., 2014). Unbekapselte Stämme gehören zur 
Normalflora des Menschen. Da Raucher eine gestörte Epithelbarriere haben, können auch 
solche unbekapselten Stämme zu einer chronischen Bronchitis, dem sogenannten Raucher-
husten führen (Cosio et al., 2015). Bekapselte Stämme hingegen werden von kranken und ge-
sunden Trägern durch Tröpfchen übertragen. Speziell Kinder im Alter zwischen sechs Mo-
naten und dem vierten Lebensjahr sind betroffen. Hier kann es entweder zu einer Meningitis 
mit hoher Letalität und schweren neurologischen Folgeschäden oder zu einer akuten Epi-
glottitis mit hohem Fieber und fulminantem Verlauf kommen. Weitere Erkrankungen können 
eine Sinusitis, Otitis media, Osteomyelitis und Perikarditis sein. Ähnlich wie die Pneu-
mokokken können auch die bekapselten H.-influenzae-Stämme eine fulminante Sepsis nach 
Splenektomie verursachen. Als Sekundärinfektion kann sich im Gefolge einer Influenza eine 
Bronchopneumonie entwickeln oder eine chronische Bronchitis akut exazerbieren (Tan et al., 
2016; Wong et al., 2013). Als Therapie der Wahl steht Ampicillin bzw. Amoxicillin zur Verfü-
gung, wobei die Therapie so früh wie möglich begonnen werden muss. Alternativen sind ein 
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Cephalosporin der II. Generation, Chinolone oder Makrolide, wie z.B. Clarithromycin (Finney 
et al., 2014). Weiterhin besteht die Möglichkeit, Träger zu sanieren und Risikopatienten, z.B. 
nach Milz-Exstirpation, wird empfohlen sich mit einer aktiven Schutzimpfung zu 
immunisieren. Für Kinder besteht eine allgemeine Impfempfehlung (Campos et al., 2004; 
Robert Koch-Institut, 2019). 
H. parasuis ist der Erreger der Polyserositis oder „Glässer‘schen Krankheit“ bei Schweinen 
(Macedo et al., 2015). In den Rüsseln ist dieses Bakterium in den meisten Fällen nachweisbar. 
Der Erreger ist weltweit verbreitet. Die Übertragung erfolgt aerogen. Besonders zuvor erre-
gerfrei aufgewachsene Tiere, die in die konventionelle Schweinehaltung kommen, können 
nach einer Woche Symptome zeigen und schwer erkranken. Hohes Fieber, Peritonitis, Pleuri-
tis und Arthritis sind einige der Krankheitszeichen (Brockmeier et al., 2013). Als Therapie 
empfiehlt sich der frühzeitige Einsatz von Penicillin oder Trimethoprim/Sulfamethoxazol 
ergänzt durch symptomatische Maßnahmen. Resistenzmindernde Stresssituationen sollten 
grundsätzlich vermieden werden (Macedo et al., 2015). Falls wiederholt Krankheitsfälle auf-
treten, besteht die Möglichkeit der Impfung (Cerda-Cuellar et al., 2010). 
 Mycoplasma species 
Die zur Klasse der Mollicutes gehörende Familie der Mycoplasmataceae umfasst die Gattung der 
Mykoplasmen und Ureaplasmen. Die Mycoplasmataceae sind zellwandlose Prokaryonten. 
Zahlreiche human- und tierpathogene Spezies existieren. Sie werden aerogen oder durch 
Tröpfchen, selten durch Schmierinfektion übertragen. Der kulturelle Nachweis von Myko-
plasmen ist aufwändig. Neben der Kultur besteht die Möglichkeit, den Erreger mit Hilfe der 
Polymerase-Kettenreaktion (PCR) direkt nachzuweisen (Tully et al., 1993). 
Mycoplasma (M.) pneumoniae ist hoch kontagiös, was die familiäre Häufung der Erkran-
kungen erklärt. Das Virus ist stark an den Menschen adaptiert und fähig sich in den 
Atemwegsepithelien zu replizieren (Jacobs et al., 2015). Es gibt jedoch den Nachweis einer 
Übertragung durch einen infizierten Goldhamster, der als Reservoirtier die Quelle kindlicher 
Infektionen darstellte (Mikola et al., 1997). 
Die Bakterien heften sich an die Flimmerepithelien der Trachea, Bronchien und Bronchiolen 
und zerstören diese durch Bildung von Wasserstoffperoxid und andere bisher unbekannte 
Mechanismen. Ein weiterer Pathomechanismus ist die Produktion von Antigenen, die gezielt 
das Immunsystem stören. Diese Antigene sind mit körpereigenen Strukturen verwandt und 
führen über Kreuzreaktionen zu Autoimmunphänomenen, wie z.B. zu der Bildung von 
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Kälteagglutininen (Waites & Talkington, 2004). Nach einer ca. dreiwöchigen Inkubationszeit 
kommt es zu einer schweren Erkältungskrankheit mit Husten. Bei bis zu 25 % der Erkrankten 
kann es zu einer atypischen Pneumonie kommen. In seltenen Fällen kommt es zu 
Folgeerkrankungen, wie einer Meningitis, anderen Erkrankungen des zentralen Nervensy-
stems, einer Otitis media, Pankreatitis oder einem Erythema nodosum. Die Prognose der In-
fektion ist aber im Allgemeinen gut (Himmelreich et al., 1996). Diese zellwandlosen Bakterien 
sind unempfindlich gegenüber β-Laktam-Antibiotika, wie z.B. Penicillinen und Cephalo-
sporinen. Somit muss auf andere Antbiotikagruppen, wie z.B. Tetrazykline oder Makrolide, 
zurückgegriffen werden (Tully et al., 1993). 
M. hyopneumoniae findet sich in der Regel nur in den Atemwegen der Schweine und nur in 
Ausnahmefällen kann sich der Erreger septikämisch ausbreiten. Das Bakterium ist Erreger der 
Enzootischen Pneumonie bei Schweinen (Felde et al., 2018). Zur Übertragung auf eine bis da-
hin gesunde Herde kommt es durch den Zukauf infizierter Tiere. Unter besonderen klimati-
schen Bedingungen kann der Erreger kilometerweit verbreitet werden. Die Inkubationszeit 
beträgt etwa 10–16 Tage. M. hyopneumoniae heftet sich an das respiratorische Flimmerepithel, 
verhindert dadurch den Zilienschlag, so dass das infizierte respiratorische Epithel zu Grunde 
geht. Dieser Mechanismus begünstigt Superinfektionen mit anderen Bakterien (Zhang et al., 
1995). Das charakteristische Symptom ist chronischer, nicht-produzierender Husten. Diese 
Verlaufsform der Infektion kann durch Antibiotikatherapie nicht entscheidend beeinflusst 
werden. Die zur Verfügung stehenden Chemotherapeutika dienen lediglich dazu, die Ansied-
lung und Verbreitung der Erreger im respiratorischen Gewebe zu verzögern. Als unterstüt-
zende Therapie gibt man Bronchosekretolytika und Kortikosteroide (Maes et al., 2008). Ein 
Impfstoff gegen die enzootische Pneumonie ist verfügbar, allerdings wird dadurch nicht die 
Infektion verhindert, sondern nur der klinische Verlauf und der wirtschaftliche Schaden 
gemildert (Maes et al., 2008). 
M. hyorhinis hat eine Inkubationszeit von drei bis zehn Tagen und vor allem Schweine im 
Alter zwischen drei bis zehn Wochen sind betroffen (Martinson et al., 2019). Der Erreger ist 
ein Kommensale der Mukosa der oberen Atemwege und der Tonsillen. Kommt es zu einer 
systemischen Infektion mit M. hyorhinis durch Eindringen in die Blutbahn, befällt das Bakte-
rium die Serosa der großen Körperhöhlen sowie die Synovialis (Luehrs et al., 2017). So 
entwickelt sich eine mild verlaufende Serositis und Synovitis, die Mykoplasmen-Polyserositis. 
In einzelnen Fällen kann der Erreger bei gnotobiotischen Ferkeln eine Pneumonie auslösen. 
Die Symptome der Peritonitis und Pleuritis vergehen etwa nach zwei Wochen, wobei die 
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Anzeichen der Arthritis zwei Monate und länger durch Lahmheit und mangelhafte Gewichts-
entwicklung bestehen bleiben (Maes et al., 2008). Die Polyserositis kann antibiotich behandelt 
werden und eine Impfung befindet sich in der Entwicklung (Martinson et al., 2018). 
 Chlamydia pneumoniae 
Chlamydien unterscheiden sich von allen anderen Bakterien durch ihren obligaten Zellpara-
sitismus. Sie sind nicht in der Lage, eigenes Adenosintriphosphat zu bilden und damit ab-
hängig von der Energiezufuhr durch die Wirtszelle (Kramer et al., 2015). Chlamydia (C.) 
pneumoniae, die nur für den Menschen pathogen sind, werden als sogenannte Elementar-
körperchen durch Tröpfcheninfektion übertragen. Diese heften sich an die Wirtszelle und 
werden von dieser phagozytiert und vermehren sich als Initialkörperchen durch Teilung in 
intrazellulären Vakuolen. Zwei bis drei Tage nach der Infektion der Wirtszelle geht diese zu-
grunde und setzt infektiöse Chlamydien als Elementarkörperchen frei (Wang et al., 2015). 
Der kulturelle Nachweis ist äußerst schwierig und gelingt selten. Daher sind molekulargene-
tische Nachweisverfahren zuverlässiger (Kumar et al., 2016). Nach dem Kontakt zu C. pneu-
moniae und einer Inkubationszeit von ein bis vier Wochen kommt es zu meist mild verlau-
fenden Infektionen der Atemwege, wie z.B. influenzaähnlichen Symptomen, Sinusitiden, 
Bronchitiden oder atypischer Pneumonie (Choroszy-Krol et al., 2014). Die Infektion kann 




Tab. 1.1: Tabellarische Zusammenfassung der in dieser Arbeit untersuchten viralen Pathogene 
Viren Krankheitsbilder Übertragungswege 
DNA-Viren   




Porzines Cytomegalovirus Einschlusskörperchen-Rhinitis aerogen, intrauterin 
Humanes Bocavirus Infektionen der oberen und unteren Atemwege, bei 
Kindern Gastroenteritis 
aerogen, fäkal-oral 
Porzines Circovirus Typ 2 post- weaning multisystemic wasting syndrome fäkal-oral, genital 
RNA-Viren   
Influenzaviren Typen A–C Grippe, letale Verläufe aerogen, Schmierinfektion 
Parainfluenzaviren Typen 
1–4 




Viren, Typen A und B 





Kleinkinder: schwere, tiefe Atemwegsinfektion; bei 
Immunsupprimierten schwere, letale Verläufe 
aerogen 
Enteroviren banaler Schnupfen, fieberhafte Pharyngitis, milde Ga-
stroenteritis, Hand-Fuß-Mund-Krankheit, aseptische 
Meningitis, Myokarditis 
aerogen, fäkal-oral 




Parechoviren Diarrhoe, Erkältungskrankheiten, selten ZNS-Manife-
stationen, Sepsis bei Neugeborenen 
aerogen, fäkal-oral 
Humane Coronaviren 
229E, 63, OC43, HKU1 
Erkrankungen der oberen und unteren Atemwege aerogen 
Porzine respiratorische 
Coronaviren 
grippeartige Symptome, Aborte, Tot- oder Frühgeburt aerogen, fäkal-oral, diapla-
zentar, perinatal 
Tab. 1.2: Tabellarische Zusammenfassung der in dieser Arbeit untersuchten bakteriellen Pathogene 
Bakterien Krankheitsbilder Übertragungswege 
Staphylococcus aureus invasive Infektionen wie Wundinfektion (lokal 
begrenzt, mit Eiterbildung), Otitis media, Pneumonie, 
Endokarditis; Toxikosen wie Lebensmit-
telintoxikation; Mischformen wie Dermatitis exfolia-
tiva und toxic shock syndrome 
direkter Kontakt, aerogen, 
indirekt durch Staub, 
Schmierinfektion 
Streptococcus pneumoniae Lobärpneumnie, Otitis media, Sinusitis meist endogen 
Haemophilus influenzae Typ 
B und andere 
akute Epiglottitis, Meningitis, Sinusitis, Otits media, 
bei Zustand nach Splenektomie fulminante Sepsis 
möglich 
aerogen 
Haemophilus parasuis Polyserositis, Glässer‘sche-Krankheit aerogen 
Mycoplasma pneumoniae schwere Erkältungskrankheit mit Husten, atypische 
Pneumonie, selten Meningitis, Otitis media 
aerogen, selten 
Schmierinfektion 
Mycoplasma hyopneumoniae enzootische Pneumonie aerogen 
Mycoplasma hyorhinis Mykoplasmen-Polyserositis aerogen 






Die vorgelegte Arbeit sollte das zoonotische Potential verschiedener respiratorischer Viren 
(Adenoviren, Porzines Cytomegalovirus, Humanes Bocavirus, Porzines Circovirus Typ 2, In-
fluenzaviren der Typen A, B und C, Parainfluenzaviren der Typen 1, 2, 3 und 4, Respiratori-
sche Synzytialviren, Humanes Metapneumovirus, Enteroviren, humane Rhinoviren, Pare-
choviren, Coronaviren der Typen 229E, 63, OC43 und HKU1, PRCV, Tab. 1.1) und Bakterien 
einordnen (S. aureus, S. pneumoniae, H. influenza, H. parasuis, M. pneumoniae, M. hyopneumoniae, 
M. hyorhinis und C. pneumoniae, Tab. 1.2). 
Dafür sollte in Abstimmung mit dem Bauernverband Schleswig-Holstein e.V. eine Beobach-
tungsstudie geplant werden, in der wechselseitige Infektionen zwischen Schweinen und 
Menschen mit engem, beruflichem Kontakt zu diesen Tieren sowie deren Familienangehörige 
untersucht werden. 
Bei dem Auftreten einer akuten respiratorischen Symptomatik bei einem Landwirt bzw. bei 
dessen Beschäftigten oder Familienangehörigen sollten Nasenabstriche entnommen werden. 
Parallel dazu sollten auch jeweils zehn Rüsseltupfer im entsprechenden Schweinebestand ge-
wonnen werden. Die Tupfer sollten mit konventionellen und molekularbiologischen Metho-
den auf die Anwesenheit der oben genannten respiratorischen Viren und Bakterien untersucht 








Der Nachweis eines Teils der Erreger erfolgte durch zwei Multiplex-PCRs, deren Protokolle 
uns von Herrn Dr. Hübert vom Landeslabor Schleswig-Holstein in Neumünster freundlicher-
weise zur Verfügung gestellt wurden. Die Sequenzen der Oligonukleotide sind daher vertrau-
lich und können hier nicht veröffentlicht werden. Die damit nachweisbaren Pathogene waren: 
PRCV, PCMV, PRRSV, PCV-2, Influenzavirus A, M. hyopneumoniae, M. hyorhinis und H. 
parasuis. In Tab. 2.1 sind die Sequenzen und Referenzen der Oligonukleotide zum Nachweis 
des humanen β-Aktins, des porzinen Cytochrom B und des Influenza-C-Virus sowie für die 
Klonierung aufgeführt. Die Oligonukleotide wurden nach vorliegenden Sequenzen durch die 
Firma Biomers (Ulm) hergestellt. 
Tab. 2.1: Oligonukleotide und Sonden zur Qualitätskontrolle und zum Nachweis des Influenza-C-Virus  
Oligonukleotid Sequenz (5'–3') Referenz 
Humanes β-Actin fow CCA ACC GCG AGA AGA TGA CC Takacova et al., 2009 
Humanes β-Actin rev GAT CTT CAT GAG GTA GTC AGT 
Swine Cytochrom B fow CAT TGG AGT AGT CCT ACT ATT TAC CG Blusch et al., 2002 
Swine Cytochrom B rev GTA GGA TTA GTA TTA TAA ATA AGG CTC CT 
Influenzavirus C fow GCR TGC TTT GGR CTT GCT TAT G Matsuzaki et al., 2012 
Influenzavirus C rev ART TTC CTA TTT TCA TTC TGT TTC TCA AC 
Influenzavirus C Sonde FAM-TTT GGT YTC TGC YAT GGT YAG CCA YCC 
TCT-BMN-Q535 
pJET fow CGA CTC ACT ATA GGG AGA GCG GC ThermoFisher-Scientific, 
Dreieich 
pJET rev AAG AAC ATC GAT TTT CCA TGG CAG 
 Isolierung und Amplifikation von Nukleinsäuren 
Tab. 2.2: Reagenzien und Testsysteme für Arbeiten mit Nukleinsäuren 
Produkt Anwendung Hersteller 
AgPath-ID™ One-step reverse-trans-
criptase PCR Kit 
Umschreibung von RNA in cDNA 
und DNA-Amplifikation 
Applied Biosystems, Foster City 
(USA) 
CloneJET PCR Cloning Kit Klonierung von PCR-Produkten ThermoFisher-Scientific 
Dream Taq PCR Master Mix DNA-Amplifikation ThermoFisher-Scientific 
FTD Respiratory pathogens 21 plus Kit Nachweis Humanpathogene Fast -track Diagnostics, Junglin-
ster (Luxemburg) 
GeneJET Plasmid MiniPrep Kit Plasmid-Isolierung ThermoFisher-Scientific 
Maxima SYBR-Green qPCR Master Mix DNA-Amplifikation  ThermoFisher-Scientific 
Multiplex Mastermix DNA-Amplifikation Qiagen, Hilden 
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Tab. 2.2: Reagenzien und Testsysteme für Arbeiten mit Nukleinsäuren: Fortsetzung 
Produkt Anwendung Hersteller 
NucleoSpin Gel and PCR Clean up Extraktion und Reinigung von PCR-
Fragmenten 
Macherey Nagel GmbH & Co 
KG, Düren 
O'GeneRuler 100bp Plus DNA Ladder Größenmarker Gelelektrophorese ThermoFisher-Scientific 
QIAGEN Viral RNA Mini Kit DNA- und RNA-Isolierung Qiagen 
RevertAid First Strand cDNA Synthe-
sis Kit 
cDNA- Synthese ThermoFisher-Scientific 
TaqMan Universal Master Mix II DNA-Amplifikation Applied Biosystems 
 Chemikalien und Kulturmedien 
Tab. 2.3: Chemikalien 
Reagenz Hersteller 
Ameisensäure Carl Roth GmbH und Co, Karlsruhe 
Bromphenolblau Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim 
Ethanol, absolut Merck KGaA, Darmstadt 
Ethidiumbromid-Lösung Carl Roth GmbH & Co 
Glycerin 99,5% Gerbu Biotechnik GmbH, Gaiberg 
Isopropanol, absolut Carl Roth GmbH & Co 
Phosphate-buffered Saline (PBS-Puffer) Biochrom GmbH, Berlin 
Tupfer Sarstedt AG & Co., Nümbrecht  
 
Tab. 2.4: Nährmedien und Arbeiten mit prokaryonten Zellen 
Produkt Hersteller 
Agarosepulver Invitrogen life technologies GmbH, Darmstadt 
PBP2a Culture Colony Test Alere, Sarborough, Maine (USA) 
Blutagar ThermoFisher-Scientific 
Chromagar MRSA Mast Diagnostica, Reinfeld 
Matrix MALDI-ToF Bruker, Bilerica (USA) 




 Geräte und Software 
Tab. 2.5: Geräte  
Laborgerät Name Hersteller 
ABI7500 Echtzeit-PCR System ThermoFisher-Scientific 
Brutschrank 37 °C  Memmert GmbH und Co KG, 
Schwabach 
Gelelektrophorese Stromquelle EPS Power Supplies GE Healthcare, Solingen 
Gelelektrophorese Kammer Eigenbau Universität Erlangen 
Geldokumentation UV-System UV-System Intas, Göttingen 
Intas GDS Agarose Gel Dokumention Intas 
Bakterien Charakterisierung MALDI-ToF Bruker 
 Vitek 2 Biomerieux, Nürtingen 
Mikrowelle ME76V-BB/XEG Samsung, Schwalbach/Taunus  
NanoDrop 2000  DNA-Konzentration ThermoFisher-Scientific 
PCR-Block Thermocycler T3000 Biometra, Göttingen 
 Light Cycler II Roche Diagnostik, Mannheim 
 7500 Fast RT PCR  ThermoFisher-Scientific 
Pipettierhilfe Pipetboy acu 2 Integra Biosciences, Konstanz 
Sicherheitswerkbank HeraSafe KS ThermoFisher-Scientific 
Vortexer Vortex genius IKA, Staufen 
Zentrifuge Biofuge fresco 17 ThermoFisher-Scientific 
 Heraeus Multifuge 4KR ThermoFisher-Scientific 
Tab. 2.6: Software 
Software Anwendung Hersteller 
Intas GDS Agarosegel Dokumentation Intas 
Light Cycler Software 3.5.3 Echtzeit PCR Roche Diagnostik 
MEGA 6.0 DNA-Annotation, Phylogenetik The Biodesign Institute, Tempe (USA) 
NanoDrop 2000 DNA-Konzentration ThermoFisher-Scientific 
7500 Software Echtzeit PCR  Applied Biosystems 
2.2 Materialgewinnung 
Die Beobachtungsstudie wurde in Abstimmung mit dem Bauernverband Schleswig-Holstein 
geplant und durch die Ethikkommission der Christian-Albrechts-Universität zu Kiel geneh-
migt (AZ A156/12). Die Landwirte in Schleswig-Holstein wurden durch eine Veröffentli-
chung im Bauernblatt (Ass. jur. Ulrich Goullon. 2012), sowie durch direkte Vermittlung des 
Bauernverbandes über die Studie informiert. Interessierte Landwirte wurden auf dem Post-
weg mit einem Aufklärungsbogen, einer Anleitung, einem Fragebogen (siehe Anhang) und 
mit Abstrichtupfern versorgt. Drei Abstrichtupfer waren für Nasenabstriche und zehn Tupfer 
für die Rüssel-Abstriche vorgesehen. Sobald entsprechende Symptome beim Landwirt, bei 
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dessen Mitarbeitern oder Angehörigen bestanden, sollten die Proben entnommen und 
zusammen mit dem unterschriebenen Aufklärungs- und Fragebogen an das Institut für In-
fektionsmedizin geschickt werden. Der Probeneingang wurde dort dokumentiert und die 
Tupfer wurden bis zur weiteren Verarbeitung bei -80°C gelagert. 
2.3 Probenaufarbeitung 
Die tiefgefrorenen Abstrichtupfer wurden unter einer Sicherheitswerkbank auf Raumtempe-
ratur gebracht. Menschliche Proben wurden getrennt von den Rüsseltupfern bearbeitet. Aus 
den Tupfern wurde das genetische Material extrahiert und diente als Ausgangsmaterial für 
die Amplifikation erregerspezifischer Nukleinsäuren mit PCR. 
 Nasenabstriche 
Zu dem Abstrichtupfer wurden 300 µl steriles PBS pipettiert. Anschließend wurde der Tupfer 
für 30 s in dieser Lösung geknetet und diese Flüssigkeit dann in ein steriles Gefäß überführt. 
Je 140 µl der Tupfer-Proben wurden für die RNA-/DNA-Extraktion eingesetzt und der Rest 
wurde bei -80 °C eingefroren. 
 Rüsseltupfer 
Bei den Schweineproben wurden jeweils zehn Tupfer eines Hofes und eines Einsendetages 
gepoolt. Dazu wurden 1000 µl steriles PBS dem ersten Tupfer hinzugegeben. Der Tupfer 
wurde wie oben beschrieben in der Lösung geknetet. Danach wurde die Lösung in den näch-
sten Tupfer überführt, bis alle Proben abgearbeitet waren. Je 140 µl der Tupfer-Proben wurden 
für die RNA-/DNA-Extraktion eingesetzt und der Rest wurde bei -80 °C eingefroren. 
 Nukleinsäureextraktion 
Die RNA-/DNA-Extraktion erfolgte mit dem QIAGEN® Viral RNA Mini Kit nach dem Pro-
tokoll des Herstellers. Zu den 560 µl Puffer AVL wurden 5,6 µl RNA carrier AVE und 4 µl 
interne Kontrolle aus dem später zu verwendeten FTD-Kit in ein 1,5 ml Mikrozentrifugen-
Röhrchen pipettiert. Zu diesem Gemisch wurden dann 140 µl der vorher gewonnen Tupfer-
PBS-Portionen hinzugefügt. Dann wurde alles für ca. 15 s durch heftiges Schütteln (Vortex) 
vermischt, kurz abzentrifugiert und dann für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Danach 
wurden 560 µl Ethanol hinzupipettiert, gründlich vermischt und der Ansatz erneut abzentri-
fugiert. Von dieser Lösung wurden jetzt 630 µl auf die QIAamp Mini Säule gegeben und diese 
wurde bei 6.200 x g für 1 min zentrifugiert. Die QIAamp Mini Säule wurde auf ein sauberes 2-
ml-Sammelröhrchen gesetzt und das andere Sammelröhrchen mit dem Durchfluss verworfen. 
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Der vorherige Schritt wurde so lange wiederholt, bis das Material der kompletten Probe auf 
der Säule geladen war. Im Anschluss wurde die Säule mit 500 µl AW1-Puffer gewaschen und 
bei 6.200 x g für 1 min zentrifugiert. Das Sammelröhrchen mit dem Durchfluss wurde wieder 
verworfen und die mit 500 µl AW2-Puffer beladene Säule wurde auf ein neues Röhrchen 
gesetzt und bei 16.000 x g für 3 min zentrifugiert. Die Mini-Säule wurde nun ein letztes Mal 
auf ein neues Sammelröhrchen gesetzt und für 10 min bei nochmals 16.000 x g zentrifugiert, 
um die überschüssigen Ethanol-Reste zu entfernen. Als letzter Schritt wurde die Mini-Säule 
auf ein vorbereitetes und beschriftetes 1,5 ml Reaktions-Gefäß gesetzt und 100 µl AVE-Puffer 
hinzupipettiert, für 1 min bei Raumtemperatur inkubiert und schließlich für 1 min bei 6.200 x g 
zentrifugiert. Nach der Zentrifugation wurde die Säule verworfen. In dem Mikrozentrifugen-
Röhrchen war dann das RNA-/DNA-Eluat enthalten, das bei -80 °C eingefroren wurde. Dieses 
Eluat war das Ausgangsmaterial für weitere Arbeitsschritte. 
 Synthese der komplementären DNA 
Die Synthese der complementary-DNA (cDNA) wurde mit Hilfe des RevertAid First Strand 
cDNA Synthesis Kits (ThermoFisher-Scientific) aus extrahierter Nukleinsäure nach den Her-
stellervorgaben durchgeführt. Die gewonnene cDNA wurde für die qualitativen Multiplex-
PCRs sowie für den Nachweis von Influenza-C-Virus-Genomäquivalenten verwendet. Die 
Reagenzien des Kits wurden während der kompletten Bearbeitungszeit auf Eis gelagert. Aus 
dem Nukleinsäureextrakt wurden 11 µl mit 1 µl random-hexamer-Primer in ein steriles, 
nukleasefreies Gefäß gegeben. Das Gemisch wurde für 5 min bei 65 °C inkubiert, dann auf Eis 
schnell heruntergekühlt. Im nächsten Schritt wurden 4 µl 5 x Reaction Buffer, 1 µl RiboLock 
RNase-Inhibitor (20 U/µl), 2 µl 10 mM Desoxyribonukleotid-Mix und 1 µl RevertAid M-MuLV 
Reverse Transkriptase (200 U/µl) hinzupipettiert. Der gesamte Ansatz wurde nun vorsichtig 
gemischt, kurz abzentrifugiert und für 5 min bei 25 °C inkubiert, gefolgt von einer Inkubation 
über 60 min bei 42 °C. Zum Stopp der Reaktion wurde das Gefäß für 5 min auf 70 °C erhitzt 
und danach sofort auf Eis wieder heruntergekühlt. Die so entstandene cDNA konnte direkt 
für eine PCR benutzt werden oder wurde bei -80 °C eingefroren. 
2.4 Echtzeit-Polymerasekettenreaktion 
Bei der Echtzeit-PCR kann man während des Ablaufs der PCR deren Fortschritt überwachen, 
da während des gesamten Prozesses die quantitative Vervielfältigung der Nukleinsäuren er-
fasst wird. Im Reaktionsansatz befindet sich neben den Oligonukleotiden auch ein Fluores-
zenzfarbstoff. Hierbei kann es sich unter anderem um einen interkalierdenen Farbstoff (z.B. 
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SYBR-Green) oder um eine Sonde (z.B. TaqMan-Sonde) handeln (Nygard et al., 2007). Beide 
Systeme wurden im Rahmen dieser Arbeit verwendet. 
Im Verlauf der positiven Reaktion kommt es zu einem kontinuierlichen Anstieg der 
Fluoreszenzintensität, die proportional zur Menge des vorhandenen PCR-Produktes ist 
(Karsai et al., 2002). Die exponentielle Phase der Amplifikation wird für die Auswertung 
genutzt. Das erste detektierbare Signal in einem Zyklus, bei dem sich das Fluoreszenzsignal 
deutlich von der Hintergrundfluoreszenz abhebt, bezeichnet man als Schwellenwertzyklus. 
Der Cp-Wert (Crossing point, Kreuzungspunkt) beschreibt den Anfang der exponentiellen 
Phase (Mülhardt, 2013). Analysiert man parallel zur Probe einen Standard bekannter 
Konzentration, ist eine quantitative Aussage möglich. 
Der verwendete Farbstoff SYBR-Green I ist in dem gebrauchsfertigen Mastermix (Maxima 
SYBR-Green qPCR Master Mix; ThermoFisher-Scientific) zusammen mit der Taq-DNA-Poly-
merase enthalten. Der Farbstoff interkaliert nur mit doppelsträngiger DNA und liefert einen 
unspezifischen Nachweis für die Anwesenheit von doppelsträngiger DNA. Mittels einer 
Schmelzkurvenanalyse nach Beendigung der PCR muss daher die Spezifität der erzeugten 
Amplifikate geprüft werden. Bei steigender Temperatur von 50 °C auf 90 °C wird kontinu-
ierlich das Fluoreszenzsignal registriert. Wenn die Temperatur den Schmelzpunkt des Amp-
lifikats überschreitet, trennt sich der Doppelstrang auf und die DNA liegt einzelsträngig vor. 
Der Farbstoff SYBR-Green I kann in einzelsträngige DNA nicht interkalieren und die Intensität 
des Fluoreszenzsignals fällt entsprechend ab. 
 TaqMan-Sonden 
Eine Schmelzkurvenanalyse ist bei dem TaqMan-Verfahren nicht notwendig, da die Sonde für 
die nachgewiesene DNA spezifisch ist. Die Sonde enthält an einem Ende einen Donator 
(Reporter), der durch eine Lichtquelle zur Fluoreszenz angeregt werden kann. Diese Fluores-
zenz wird zunächst durch den Akzeptor (Quencher), der ebenfalls Teil der Sonde ist, unter-
drückt. Wird die Sonde durch die Taq-Polymerase bei der Vermehrung der DNA abgebaut, 
werden Quencher und Reporter freigesetzt und das Fluoreszenzsignal wird nicht mehr 
unterdrückt und kann detektiert werden (Marras et al., 2002). 
 Nachweis zellulärer genomischer DNA 
Die SYBR-Green-PCR wurde zum Nachweis der DNA des humanen β-Aktins bzw. des por-
zinen Cytochroms B verwendet. Somit diente dies als Qualitätskontrolle zur Überprüfung der 
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Abstrichentnahme und der Nukleinsäureextraktion. Tab. 2.7 zeigt den Reaktionsansatz und 
die Reaktionsbedingungen. Die Analyse fand im Echtzeit-Gerät LightCycler II statt. 
Tab. 2.7: Ansatz und Reaktionsbedingungen (Maxima Hot Start Taq-Polymerase) 
Ansatz Reaktionsbedingungen 
12,5 µl Maxima SYBR-Green Master Mix 95 °C 10 min 
0,5 µl Forward-Oligonukleotid (10 pmol/µl) 95 °C 15 s 
0,5 µl Reverse-Oligonukleotid (10 pmol/µl) 60 °C 30 s 
ad 23 µl nukleasefreies Wasser  60 °C 60 s        x40 
2 µl DNA  50–90 °C 10 min 
 Nachweis der RNA des Influenza-C-Virus 
Für den Nachweis der RNA des Influenza-C-Virus wurde im Rahmen der vorgelegten Arbeit 
eine sondenbasierte Echtzeit-PCR (AmpliTaq Gold® DNA Polymerase) in Anlehnung an 
Literaturvorgaben etabliert (Matsuzaki et al., 2012). Die Reaktionen fanden im Echtzeit-PCR-
Gerät ABI 7500 statt. Die Reaktionsbedingungen und das Ansatzschema werden in Tab. 2.8 
gezeigt. Als Positivkontrolle diente ein selbst etablierter Standard (Abschnitt 3.3.1). 
Tab. 2.8: Ansatz und Reaktionsbedingungen für den RNA-Nachweis des Influenza-C-Virus 
Ansatz  Reaktionsbedingungen 
10 µl TaqMan® Universal Master Mix II  50 °C 2 min 
2 µl Oligonukleotid fow (10 pmol) 95 °C 10 min 
2 µl Oligonukleotid rev (10 pmol) 95 °C 15 s 
2 µl Sonde (5 pmol) 60 °C 1 min           x 45 
2 µl nukleasefreies Wasser 50 – 90 °C 10 min 
2 µl cDNA   
 Kommerzielle Multiplex-Polymerase-Kettenreaktion 
Mit dem FTD Respiratory pathogens 21 plus Kit (http://www.fast-
trackdiagnostics.com/human-line/products/ftlyo-respiratory-pathogens-21-plus/) wurden 
insgesamt 23 verschiedene Viren und Bakterien mit einer Echtzeit-Multiplex-PCR (AmpliTaq 
Gold® DNA Polymerase) nachgewiesen. Im Einzelnen handelte es sich um Influenzaviren 
Typen A und B, Parainfluenzaviren Typen 1–4, Rhinoviren, Coronavirus Typen 229E, 63,OC43 
und HKU1, RSV A und B, Humanes Metapneumovirus , Adenoviren, Humanes Bocavirus, 




Als Ausgangsmaterial wurde der Nukleinsäureextrakt verwendet, da im Reaktionsansatz des 
Herstellers eine reverse Transkriptase integriert ist (sogenanntes one-step Verfahren). Das 
PCR-Protokoll wurde nach Herstelleranweisung auf einem ABI 7500 Cycler durchgeführt. Die 
Analyse erfolgte in einer 96-Vertiefungsplatte. In jeder Vertiefung können vier unterschied-
liche Wellenlängen (grün 520 nm, gelb 550 nm, orange 610 nm, rot 670 nm) detektiert werden, 
die jeweils einem Erreger bzw. der internen Kontrolle zugeordnet werden können. Zum Nach-
weis des o.g. Erregerspektrums waren pro Probe sechs Vertiefungen notwendig. Tab. 2.9 zeigt 
den Reaktionsansatz und die Reaktionsbedingungen. 
Tab. 2.9: Ansatz und Reaktionsbedingungen des FTD Respiratory pathogens 21 plus Kits 
Ansatz  Reaktionsbedingungen 
1,5 µl Oligonukleotid und Probe Mix 50 °C 15 min 
1 µl Enzym  95 °C 10 min 
12,5 µl RT-Puffer 95 °C 8 s 
10 µl Nukleinsäureextrakt 60 °C 34 s        x 40 
 50 – 90 °C 10 min 
2.5 Qualitative Polymerase-Kettenreaktion 
Bei der klassischen PCR ist ein qualitativer Nachweis von DNA möglich. Im Anschluss an die 
eigentliche PCR wird der Ansatz mit Hilfe der Agarosegel-Elektrophorese analysiert und 
anhand der Bandengröße ausgewertet. Dieses Verfahren wurde für die Multiplex-PCR des 
Landeslabors Schleswig-Holstein und im Rahmen der Qualitätskontrolle vor DNA-Sequen-
zierung eingesetzt. 
 Multiplex-Polymerase-Kettenrektion 
Bei der Multiplex-PCR handelt es sich um eine konventionelle PCR, die einen qualitativen 
DNA-Nachweis liefert. Mit dieser Variante ist eine simultane Amplifikation von ver-
schiedenen DNA-Abschnitten in einem Reaktionsansatz möglich. Dies wird durch die Ver-
wendung von mehr als einem Oligonukleotid-Paar ermöglicht. Die Reaktion fand im T3000 
Thermocycler statt. Anschließend wurden die Reaktionsprodukte elektrophoretisch aufge-
trennt und anhand der Bandengröße analysiert. Als Ausgangsmaterial diente die aus den 
Proben generierte cDNA (Abschnitt 2.3.4). Das Protokoll und die Oligonukleotidsequenzen 
wurden vom Landeslabor Schleswig-Holstein zur Verfügung gestellt.  
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In der Triplex-PCR (Hot Start Taq Polymerase) erfolgte der Nachweis von M. hyopneumoniae, 
H. parasuis und M. hyorhinis. Tab. 2.10 zeigt den Reaktionsansatz und die Reaktionsbedingun-
gen. 
Tab. 2.10: Ansatz und Reaktionsbedingungen der Triplex-PCR 
Ansatz Reaktionsbedingungen 
25 µl Multiplex-Mastermix 95 °C 15 min 
0,15 µl Hyopneu fow  94 °C 30 s 
0,15 µl Hyopneu rev 63 °C 30 s 
0,15 µl Hyorhin fow 72 °C 1 min       x 7 
0,15 µl Hyorhin rev 94 °C 30 s 
0,10 µl HPS fow 57 °C 30 s 
0,10 µl HPS rev 72°C 1 min       x 30 
22,2 µl nukleasefreies Wasser 72 °C 10 min 
2 µl cDNA    
In der Heptaplex-PCR (Hot Start Taq Polymerase) erfolgte der Nachweis von PCV-2, PCMV, 
Influenza-A-Virus, PRRSV (Genotypen aus Europa und USA abgedeckt) sowie PRCV. 
Zusätzlich wurde ein porzines Transkript als interne Extraktions- und Amplifikationskon-
trolle nachgewiesen. Tab. 2.11 zeigt Reaktionsansatz und Reaktionsbedingungen. 
Tab. 2.11: Ansatz und Reaktionsbedingungen der Heptaplex-PCR 
Ansatz Reaktionsbedingungen 
25 µl Multiplex-Mastermix 95 °C 15 min 
0,15 µl PCV-2 fow 94 °C 30 s 
0,15 µl PCV-2 rev 63 °C 30 s 
0,20 µl PCMV fow 72 °C 1 min        x 7 
0,20 µl PCMV rev 94 °C 30 s  
0,20 µl Flu fow 57 °C 30 s 
0,20 µl Flu rev 72 °C 1 min        x 30 
0,15 µl PRRS- EU fow 72 °C 10 min 
0,15 µl PRRS- US fow   
0,20 µl PRRS EU/US rev   
0,15 µl PRCV fow   
0,15 µl PRCV rev   
0,05 µl ppk98 fow   
0,05 µl ppk98 rev   
20,6 µl nukleasefreies Wasser   





Als Ausgangsmaterial wurden gereinigte pJET-Klone bzw. frische Bakterienkolonien ver-
wendet (Abschnitt 2.6.1 und 2.6.2). Zur Amplifikation wurden die Plasmid-spezifischen Oli-
gonukleotide des Herstellers verwendet. Das Amplifikat wurde in einem weiteren Schritt für 
die DNA-Sequenzierung eingesetzt. Tab. 2.12 zeigt Reaktionsansatz und Reaktionsbedin-
gungen. 
Tab. 2.12: Ansatz und Reaktionsbedingungen mittels DreamTaq-Polymerase. Als Ausgangsmate-
rial wurde 1 µl gereinigte DNA oder eine Bakterienkolonie verwendet. 
Ansatz  Reaktionsbedingungen 
25 µl DreamTaq PCR Master Mix 95 °C 3 min 
1 µl pJET-fow Oligonukleotid (20 pmol/µl)  95 °C 30 s 
1 µl pJET-fow Oligonukleotid (20 pmol/µl) 55 °C 30 s 
Ad 49 µl/50 µl nukleasefreies Wasser 72 °C 1 min       x 40 
1 µl DNA (100–200 ng) /Bakterienkolonie 72 °C 10 min 
Nach der Amplifikation wurden je 10 µl des PCR-Produkts über ein 2 % Agarose-Gel, versetzt 
mit 1 µg/ml Ethidiumbromid, in 1x TRIS-Borat-Ethylendiamin-Tetraessigsäure-Puffer elek-
trophoretisch aufgetrennt, unter UV-Licht ausgewertet und photographisch dokumentiert 
(analytisches Gel). Das entstandene Bandenmuster wurde mit den Größenangaben des 
Landeslabors verglichen. 
Wenn eine Bande nicht eindeutig zu identifizieren war, so wurden die verbliebenen 40 µl des 
PCR-Amplifikats elektrophoretisch aufgetrennt (präparatives Gel). Die entsprechende Bande 
wurde anschließend unter UV-Licht ausgeschnitten, in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt 
und gewogen. Die Durchführung der DNA-Extraktion erfolgte mit Hilfe eines kommerziellen 
Extraktionskits nach Herstellerangaben (NucleoSpin® Gel and PCR Clean up, Macherey 
Nagel). Die Konzentration und Reinheit des Eluats wurden durch UV-Spektrophotometrie 
(NanoDrop 2000) bestimmt. 
2.6 Gentechnische Methoden 
 Klonierung von Amplifikaten 
Für die Herstellung von Standards war die Klonierung von PCR-Produkten erforderlich. 
Dafür wurde auf den kommerziellen pJET1.2/blunt-Cloning-Vektor zurückgegriffen. Dieser 
Vektor ist Bestandteil des CloneJet PCR Cloning Kits. Die Ligation wurde nach den Angaben 
des Herstellers durchgeführt. Da nicht absolut sicher ist, ob die eingesetzten Amplifikate mit 
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TA-Überhang stumpf oder glatt geschnitten waren, wurde generell das sogenannte blunting-
Protokoll verwendet. Zum Verknüpfen der Enden ist das Enzym T4-Ligase notwendig. 
Der pJET1.2/blunt-Cloning Vector umfasst 2.974 bp und enthält unter anderem eine multiple 
Klonierungsstelle (MCS = multiple cloning site), in welche das PCR-Produkt eingebracht wird 
(Abb. 2.1). Der Vektor verfügt über eine Resistenzkassette für Ampicillin, die es dem E. coli 
mit dem eingebrachten Plasmid ermöglicht, auf einem Nährmedium mit zugesetztem Ampi-
cillin anzuwachsen.  
 
Abb. 2.1: Vektorkarte des pJET1.2/blunt-Cloning Vektor. Dargestellt ist die Lage der MCS, welche die Inser-
tionsstelle für glatt geschnittene DNA-Amplifikate enthält, die Lage des Ampicillin-Gens sowie die Enzym-
schnittstellen (verändert in Anlehnung an den Hersteller ThermoFisher). 
 Transformation kompetenter Bakterien 
Aus dem Ligationsansatz wurden nun 5 µl zu den chemisch kompetenten E. coli-Bakterien 
gegeben (One Shot MAX Efficience DH5α-T1R Competent Cells, Invitrogen life Technologies) 
und der Ansatz wurde auf Eis heruntergekühlt. Nach 30 s im 42 °C warmen Wasserbad wurde 
der Ansatz erneut auf Eis gekühlt. Anschließend wurden 200 µl SOC-Medium hinzugefügt 
und nach einer einstündigen Inkubation bei 37 °C wurden die transformierten Zellen ausplat-
tiert. Da diese Bakterien keine Resistenz gegenüber Ampicillin aufweisen, können nur Bakte-
rien mit aufgenommenem Plasmid auf dem Nährboden mit 100 µg/ml Ampicillin-Zusatz 
wachsen. Alle gentechnischen Arbeiten fanden im S2-Bereich des Instituts für Infektionsmedi-
zin statt. Die transformierten Bakterien wurden nicht gelagert, sondern nach Extraktion des 




Der Ansatz für die Sanger-Sequenzierung wurde mit dem BigDye® Terminator v1.1Cycle Se-
quencing Kit (Applied Biosystems) nach Anleitung des Herstellers angefertigt. In diesem Kit 
sind fluoreszenzmarkierte Nukleotide und die Polymerase enthalten. Die optimale Menge der 
zu sequenzierenden DNA liegt zwischen 20 und 60 ng. Als Ausgangsmaterial wurde die 
gereinigte DNA nach DreamTaq-Amplifikation (Abschnitt 2.5.2) verwendet und die PCR er-
folgte im T3000-Thermocycler nach folgendem Protokoll (Tab. 2.12). 
Tab. 2.12: Reaktionsansatz und Bedingungen für die Sanger-Sequenzierung 
Ansatz  Reaktionsbedingungen 
10 µl BigDye Ready Reaction Mix  96 °C 1 min 
0,5 µl 5x Sequencing Buffer 96 °C 10 s 
1 µl Oligonukleotid (5 pmol/µL) 52 °C 5 s 
1 µl DNA (20–60 ng)  60 °C 4 min        x 25 
ad 10 µl nukleasefreies Wasser 96 °C 1 min 
  
Die Sequenzanalyse wurde mit Hilfe eines Kapillar-Sequenzierautomaten (DNA-Analyzer 
3700, Applied Biosystems) im Institut für Klinische Molekularbiologie im Zentrum für Mole-
kulare Biowissenschaften auf dem Campus der Christian-Albrechts-Universität zu Kiel durch-
geführt. Das durch die Sequenzierung erhaltene Elektropherogramm wurde mit der MEGA-
Software 6.0 (Molecular Evolutionary Genetics Analysis, The Biodesign Institute) analysiert. Mit 
dem Online-Programm Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) erfolgte eine Suche in den 
Sequenz-Datenbanken des National Center for Biotechnology Information (NCBI) nach Überein-
stimmungen zu bereits bekannten Sequenzen. 
2.8 Bakterienkulturen 
Circa 20 µl der bei -80 °C gelagerten Tupfer-PBS-Portionen (Abschnitte 2.3.1 und 2.3.2) wurden 
auf eine Blutagar-Platte (ThermoFisher-Scientific) im Dreiösenaustrich aufgetragen. Anschlie-
ßend wurden die beimpften Platten für ca. 24 h bei 37 °C bebrütet. Danach wurden die Platten 
visuell auf Bakterienwachstum geprüft. Die Bakterienkolonien wurden anhand festgelegter 
morphologischer Kriterien differenziert und ggf. durch Überimpfung auf neue Platten verein-
zelt. 
 Identifizierung der Bakterienspezies 
Die nun in Reinkultur vorliegenden Bakterien konnten durch Massenspektrometrie differen-
ziert werden. Dafür wurden Einzelkolonien eines Bakteriums mit einer sterilen Pipettenspitze 
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auf den Probenträger, das sogenannte Target, übertragen. Die Position wurde auf der dafür 
vorgesehenen Schema-Zeichnung des Targets mit der Herkunft des Bakteriums notiert. Die 
Differenzierung erfolgte grundsätzlich im Doppelansatz. Auf die einzelnen Felder des Targets 
wurden 1 µl Ameisensäure dazupipettiert und nach Trocknung noch 1 µl Matrix-Lösung. 
Erneut wurde die Trocknung abgewartet und das so beimpfte Target in den MALDI Biotyper 
(Bruker) geladen. Das Gerät ermittelt mit Hilfe der Matrix Assisted Laser Desorption Ionization-
Time of Flight (MALDI-TOF) -Technologie das Massenspektrum bakterieller ribosomaler Pro-
teine und gleicht diese mit einer Datenbank ab. 
Falls Bakterien nicht eindeutig zu identifizieren waren, wurde eine biochemische Identifizie-
rung mit Hilfe des Vitek-2-Systems angestrebt (Biomérieux Deutschland GmbH). Dazu wurde 
eine Bakteriensuspension des McFarland-Standards 0,5 in isotonischer Kochsalzlösung erstellt 
und die entsprechende Diagnostikkassette des Vitek-Gerätes (Biomérieux Deutschland 
GmbH) beimpft und in das Gerät geladen. 
Kulturell konnten neben S. aureus vor allem Gram-negative Erreger wie Proteus spp., Klebsiella 
spp., Acinetobacter spp., E. coli und Pantoea spp. nachgewiesen werden. 
 Staphylococcus aureus 
S. aureus-positive Proben wurden zudem auf einen Farbindikator-Agar subkultiviert (MRSA 
Chromagar, MAST Diagnostica), der nach eintägiger Bebrütung bei 37 °C die Anwesenheit 
Methicillin-resistenter Stämme durch ein leuchtend pinkes Kolonie-Wachstum anzeigt (siehe 
Abb 2.2).  
Das Vorhandensein des für MRSA typischen Penicillin-bindenden-Proteins 2a wurde im-
munchromatographisch durch ein kommerziell verfügbares Testkit geprüft (PBP2a Culture 
Colony, Alere; Abb. 2.2). Nach erfolgter Identifizierung bzw. Bearbeitung wurden die Bak-
terien-Stämme in eine Glycerin-Kulturbouillon überimpft. Diese Bakteriensuspension wurde 




Abb. 2.2: MRSA-Nachweis: A Anzucht von Bakterien auf Chromagarplatte, typisches Farbmuster bei Nachweis 
der Tupfer von Landwirt 6, 7 und 13. B Immunchromatographischer Nachweis des PBP2a. Die Pfeile zeigen die 
Banden an, obere Bande entspricht der internen Test-Kontrolle, die untere Bande dem PBP2a-Nachweis. 
 
2.9 Abgrenzung verwandter Dissertationen 
Andere Promotionsprojekte hatten im Rahmen derselben Beobachtungsstudie 
unterschiedliche Fragestellungen im Fokus. Die genauere Differenzierung der in der 
kommerziellen PCR nachgewiesenen Coronaviren war Gegenstand der weiterführenden 
Dissertation von Frau Kerstin Receveur, ebenso wie die Differenzierung der verschiedenen 
MRSA-Stämme in SCCmec Typen I-IV mit einer Duplex-PCR und eine detaillierte 
Untersuchung der kulturell nachgewiesenen Gram-negativen Bakterien inklusive deren 
Resistenzprofil. Eine phylogenetische Analyse der Enteroviren durch Sequenzierung des für 






Im Untersuchungszeitraum Dezember 2012 bis März 2014 wurden von 27 Schweinezucht- 
oder Schweinemast-Betrieben respiratorische Proben eingesandt. Darunter fanden sich sechs 
Mehrfacheinsendungen (63 menschliche Proben und 360 Schweineproben, zu je 36 Zehner-
pools). Die Abb. 3.1 zeigt eine mit Google Maps erstellte Übersichtskarte Schleswig-Holsteins 
mit der Lage der einsendenden Betriebe. 
 
Abb. 3.1: Übersichtskarte der Einsender aus Schleswig-Holstein. Die mit Hilfe von Google Maps erstellte Karte 
zeigt die Lage der landwirtschaftlichen Betriebe, die Proben einsandten. Die roten Symbole markieren Einsender, 
die einmalig Material einsandten, die grünen Standorte waren Mehrfacheinsender. 
Die Proben wurden fortlaufend nummeriert, die Einsendedaten wurden gemeinsam mit der 
Probennummer und den im Fragebogen definierten Angaben (siehe Anhang) in einer Tabelle 
erfasst. Auf dem den Abstrichtupfern beiliegendem Einsendeschein konnten die Landwirte 
Angaben über die Art ihrer Erkältungs-Symptome machen (Tab. 3.1, Abb. 3.2). Von den einge-
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sandten Schweineproben waren 42 Bestände (66,7 %) klinisch unauffällig, während bei 21 
Schweinebeständen (33,3 %) Symptome angegeben wurden. 
Tab. 3.1: Angaben über die Symptom-Kombinationen der Landwirte 
Angegebene Symptomkombinationen Anzahl  
Schnupfen 18 
Schnupfen, Husten, Halsschmerzen 8 
Schnupfen und Husten 7 
keine 7 
Schnupfen, Husten, Kopf- und Gliederschmerzen, Halsschmerzen 5 
Schnupfen und Halsschmerzen 5 
Schnupfen, Husten, Kopf- und Gliederschmerzen 4 
Husten 3 
Schnupfen, Halsschmerzen, Kopf- und Gliederschmerzen 2 
Schnupfen, Husten und Fieber 1 
Schnupfen, Husten, Kopf- und Gliederschmerzen, Fieber und Halsschmerzen 1 
Schnupfen, Husten, Halsschmerzen und Fieber 1 




Abb. 3.2. Graphische Verteilung der angegebenen Symptome bei den Landwirten. 
3.2 Qualitätskontrolle 
Zur Überprüfung der Spezieszugehörigkeit der Abstriche wurden alle Nukleinsäureextrakte 
auf das Vorliegen humanen bzw. porzinen genetischen Materials untersucht. Durch Echtzeit-
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PCR (Abschnitt 2.4.1) konnte in allen Abstrichen der Landwirte humanes β-Aktin und in den 
Schweineabstrichen porzines Cytochrom B nachgewiesen werden. Für die Etablierung der 
Methode wurden die Amplifikate zunächst im Agarosegel elektrophoretisch aufgetrennt, die 
DNA gereinigt und die Nukleotidsequenz durch Sanger-Sequenzierung bestimmt. Nachdem 
die Korrektheit des entstandenen Produkts auf diese Weise bestätigt wurde, erfolgte die 
Auswertung der in der Echtzeit-PCR bereits ermittelten Schmelzpunkte. In Abb. 3.3. wird 
exemplarisch der Fluoreszenzverlauf eines Experiments sowie die Schmelzkurve gezeigt. 
  
Abb. 3.3. Qualitätskontrolle.  
Nachweis von humanem Beta-Aktin in Nasenabstrichen und porzinem Cytochrom B in Rüsselabstrichen im 
Rahmen der Qualitätskontrolle mittels SYBR-Green-PCR. Beispielhafte Darstellung eines Experiments. 
A: Fluoreszenzverläufe von sieben humanen Proben (LW 27, LW 31, LW 32, LW 33, LW 34, LW37, LW 38) und 
der Wasserkontrolle (gepunktete Linie) sowie fünf Schweineproben (SB 27, SB 31, SB 32, SB 37, SB 38) und der 
Wasserkontrolle (gepunktete Linie). B: Fluoreszenzverlauf der Schmelzkurven. Das Maximum findet sich bei den 
humanen Proben bei ca 86 °C, der Rüsseltupfer bei ca 83 °C. Die Wasserkontrolle der PCR für den Nachweis von 
humanem ß-Aktin hat ein Schmelzkurvenmaximum bei ca. 76° C. Für die Schmelzkurve der PCR zum Nachweis 
von porzinem Cytochrom B ist kein Maximum erkennbar.  
 
Die Mittelwerte der Schmelzpunkte finden sich in Tab. 3.2, die Einzelmesswerte sind im 
Anhang aufgeführt (Tab. 7.1, 7.2). In allen eingesandten Abstrichen konnte der Nachweis 






Tab. 3.2: Crossing points (CP) und Schmelzpunkte der Echtzeit-PCR zum Nachweis humanen β-Aktins sowie 
porzinen Cytochroms B 
Probe Zielsequenz CP- Wert  SD Schmelzpunkt [°C]  SD 
Landwirte Humanes β-Aktin 29,59  3,64 85,81  0,33 
Schweine Porzines Cytochrom B 25,3  3,72 82,41  0,60 
SD = standard deviation; Standardabweichung 
3.3 RNA-Nachweis der Influenza-C-Viren 
Für den RNA-Nachweis von Influenza-C-Viren musste zunächst eine spezifische PCR etab-
liert werden. Als Vorlage dienten das Protokoll und die Oligonukleotidsequenzen aus der 
Veröffentlichung von Matsuzaki et al., 2012. Als Positivkontrolle wurde RNA verwendet, die 
aus einer Influenza-C-Virus-positiven Zellkultur extrahiert wurde. Diese RNA wurde durch 
Prof. Roland Zell und Dr. Jeannette Lange aus dem Institut für Virologie und Antivirale The-
rapie des Universitätsklinikums Jena freundlicherweise zur Verfügung gestellt. Im Rahmen 
der vorgelegten Arbeit wurde ein Referenzkonstrukt (cDNA Influenza-C-Virus in pJET 1.2) 
hergestellt und in E. coli transformiert. Aus den Bakterien wurde das Referenzkonstrukt 
mittels kommerziellem Extraktionssystem (GeneJET Plasmid Miniprep Kit, ThermoFisher) 
extrahiert, gereinigt und die DNA wurde photometrisch vermessen. Die Menge der DNA (ng) 
wurde mit folgender Formel in die Konzentration (Kopien/µl) umgerechnet. 
  6 x1023 Kopien/mol x Konzentration [ng/µl] x 1 x 10-9 
Kopien/µl = ----------------------------------------------------------------------- 
Länge der DNA [bp] x 660 g/mol 
Anschließend wurden die Kontrolle auf 1010 Kopien/µl eingestellt, seriell um den Faktor 10 
verdünnt und die Konzentrationen 107/µl bis 102/µl wurden eingesetzt. Die durch Matsuzaki 
et al., 2012 angegebene Verhältnis von Oligonukleotid zu Sonde wurde überprüft und über-
nommen. Dieses betrug 10 pmol Oligonukleotid und 5 pmol Sonde. 
Zur Ermittlung der Sensitivität und Überprüfung der Reproduzierbarkeit der Ergebnisse 
wurde die Zielsequenz aus jeder Verdünnungsstufe sechsmal amplifziert. Die ermittelten 
Crossing Points sind in Tab. 3.3 aufgeführt. In Abb. 3.4 wird exemplarisch der 
Fluoreszenzverlauf der Referenzkonstrukte dargestellt. Als positiv wurden CP gewertet, die 
kleiner als 40 waren, und die Nachweisgrenze lag somit bei ca 103 Kopien/µl. 
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Tab. 3.3: Crossing Points der Referenzkonstrukte. Die Referenzkonstrukte wurden um den Faktor 10 seriell ver-
dünnt und aus jeder Verdünnungsstufe die Zielsequenz sechsmal analysiert. Je drei verschiedenen Ansätzen 
wurden an einem Tag analysiert (Intraassayreproduzierbarkeit, Lauf 1–3) sowie jeweils ein Ansatz an drei 
verschiedenen Tagen (Interassayreproduzierbarkeit, Lauf 4–6). 
 Ansatz 
Kopien /µl # 1 # 2 # 3 #4 #5 #6 
107 22,7 22,73 22,75 23,47 22,84 22,7 
106 26,68 26,81 26,77 26,94 26,03 26,68 
105 30,38 30,56 30,43 30,68 29,75 30,38 
104 33,68 33,44 33,7 34,31 32,9 33,68 
103 38,2 39,26 38,23 37,71 36,99 38,2 
102 > 40 > 40 > 40 > 40 40 > 40 
* 
 
Abb. 3.4: Fluoreszenzverlauf des Referenzkonstruktes für den Influenza-C-Virus-Nachweis. Beispielhafte Dar-
stellung der Fluoreszenzkurve von Ansatz #1. Abgebildet ist die Intensität des Fluoreszenzsignals gegen die An-
zahl der Zyklen. Die Analyse fand sondenbasiert im ABI 7500 Cycler statt, die Einzelmesswerte finden sich in Tab. 
3.3. Farblegende: rot = 107 Kopien/µl, gelb = 106 Kopien/µl, hellgrün = 105 Kopien/µl, dunkelgrün = 104 Kopien/µl, 
türkis = 103 Kopien/µl, blau = 102 Kopien/µl. 
Mit dieser neu etablierten, spezifischen PCR wurden die zahlreichen Proben von Landwirten 
oder Schweinen untersucht. Allerdings konnten in keinem einzigen Fall Genomäquivalente 




 Nachweis tierpathogener respiratorischer Erreger 
In den nach den Angaben des Landeslabors Schleswig-Holstein etablierten Multiplex-PCRs 
wurde die cDNA von Landwirten und ihren Schweinen auf das Vorhandensein von Genom-
äquivalenten der folgenden Erreger getestet: M. hyopneumoniae, M. hyorhinis, H. parasuis, PCV-
2, PCMV, Influenza-A-Virus, PRRSV (europäische und nordamerikanische Genotypen) und 
PRCV. 
Hierbei ergab sich bei den menschlichen Proben in einem einzigen Fall der Nachweis von 
H. parasuis (2 %). Da dieser nicht bestätigt werden konnte, wurde dieser im Nachhinein am 
ehesten als Ausdruck einer Kontamination gewertet und nicht in die Endauswertung einbe-
zogen. Alle anderen 62 Proben (98 %) waren für die oben angegebenen Erreger negativ. 
In der oben genannten Multiplex-PCR für die Schweinebestände waren 35 (97 %) der 36 gete-
steten Pools positiv für H. parasuis. Weitere vier (11%) Pools waren positiv für M. hyopneu-
moniae. In drei Pools (8 %) ließen sich Genomäquivalente von PCMV nachweisen. Beispielhaft 
ist ein Agarosegel zum Nachweis der PCR-Produkte in Abbildung 3.5 dargestellt. Am 
häufigsten ließen sich H. parasuis (36 %) nachweisen, gefolgt von M. hyopneumoniae (4 %) und 
PCMV (3 %). 
 
Abb. 3.5: Beispielhafte Darstellung eines Agarosegels mit der Multiplex-PCR. In der Abbildung sieht man einen 
Nachweis von M. hyopneumoniae im Schweinebestand des Landwirtes Nr. 9 und einen Nachweis von H. parasuis 
im Schweinebestand des Landwirtes Nr. 48. Die interne Kontrolle des kommerziellen Kits erzeugte eine Bande auf 
Höhe von ca. 600 bp. Die Analysen der Proben der Landwirte 54 und 60 wurden wiederholt. In dieser Analyse 




 Multiplex-Nachweis humaner respiratorischer Pathogene 
In der kommerziellen Echtzeit-PCR (FTD Respiratory pathogens 21 Plus) wurden die 
extrahierten Nukleinsäuren direkt auf das Vorhandensein von 18 viralen und 5 bakteriellen 
Pathogenen untersucht. Beispielhaft ist das Ergebnis eines Testlaufs in Abb. 3.6 gezeigt. 
 
Abb. 3.6: Beispielhafte Darstellung der kommerziellen Echtzeit-PCR mit dem FTD-Kit. Dargestellt ist beispiel-
haft der Fluoreszenzverlauf zweier Probenanalysen. A Landwirt 31 Farblegende: grün= interne Kontrolle, blau = 
S. aureus; B Schweinebestand 32, Farblegende: grün = interne Kontrolle, gelb = HCoV OC43, blau = S. aureus. 
Bei jeder Probe ließ sich die interne Kontrolle (CP -Wert = 23  0,96 Standardabweichung) 
nachweisen. Nach Herstellerangaben sind Signale mit CP > 33 als negativ zu werten. 
Abweichend davon wurden in der vorgelegten Arbeit Proben mit CP > 33 als “schwach 
positiv” klassifiziert, wenn ein sigmoidaler Kurvenverlauf erkennbar war. Alle Abstriche 
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wurden analysiert und entsprechend der oben genannten Kriterien als positiv, schwach 
positiv oder negativ für die genannten Erreger bewertet. Von 23 möglichen Erregern konnten 
10 Pathogene nachgewiesen werden. In der kommerziellen PCR (FTD Kit) zum Nachweis 
humaner respiratorischer Viren und Bakterien erwies sich S. aureus als häufigster Erreger, 
gefolgt von HCoV 229E und HRV (Abb. 3.7). Bei den entsprechenden Schweinebeständen 
wurden am häufigsten Enteroviren, gefolgt von S. aureus und HCoV OC43 nachgewiesen 
(Abb. 3.6). 
 
Abb. 3.7: Häufigste nachgewiesene Pathogene in den Human- und Schweineproben mit der FTD-PCR. Gra-
phisch dargestellt ist der häufige Nachweis von S. aureus, HCoV, Humanen Rhinoviren und S. pneumoniae bei den 
humanen Proben, und Enteroviren, S. aureus und HCoV OC43 bei den Schweinebeständen. Angegeben sind sowohl 
positive als auch schwach positive Ergebnisse, die in die Auswertung mit einflossen. 
Die Gesamtergebnisse der Untersuchungen der Proben der Landwirte und Schweine für die 
konventionelle Multiplex-PCR des Landeslabors Schleswig-Holstein sowie für die kommer-
zielle FTD-PCR werden in Tab. 3.4 anhand der Zugehörigkeit zu ihren Höfen dargestellt. 
Unter allen Nachweisen ergaben sich die folgenden relativen Häufigkeiten:  
Humane Proben: S. aureus 52 %, HCoV 13 %, Humane Rhinoviren 11 %, S, pneumoniae 5 %, 
HMPV 2%, Influenza A 2 %; schwachpositiv: HCoV 6%, S. aureus 3 %. 
Schweineproben: Enteroviren 47 %, S. aureus 19 %, HCoV 17 %; schwachpositiv: HCoV 17 %, 
S. aureus 11 %. 
Wiederholt zeigten sich mehr als ein einziger Erregernachweis pro Probe. Die entsprechenden 




Tab. 3.4: Gesamtergebnisse der Landwirte und Schweine für die konventionelle Mulitplex-PCR des Lan-
deslabors Schleswig-Holsteins sowie für die kommerzielle FTD-PCR 
Hof Landwirt FTD Multiplex  Schw.Best. FTD Multiplex 
Hof 1 Lw 1 negativ negativ  SB 1 S. aureus H. parasuis 
 Lw 2 negativ negativ     
Hof 2 Lw 3 negativ negativ  SB 3 negativ H. parasuis 
Hof 3 Lw 4 negativ negativ  SB 4 negativ H. parasuis 
M. hyopneumoniae 
 Lw 5 negativ negativ     
 Lw 6 S. aureus* negativ     
Hof 4 Lw 7 S. aureus negativ  SB 7 HCoV OC43* H. parasuis 




Hof 6 Lw 9 S. aureus negativ  SB 9 Enteroviren M. hyopneumoniae 
Hof 7 Lw 10 negativ negativ  SB 10 S. aureus H. parasuis 
M. hyopneumoniae 
Hof 82 Lw 11 S. aureus 
HCoV 229E 
negativ  SB 11 negativ H. parasuis 
 Lw 12 negativ negativ     
 Lw 13 S. aureus negativ     
Hof 9 Lw 14 S. aureus negativ  SB 14 S. aureus 
HCoV OC43* 
H. parasuis 
 Lw 15 S. aureus* negativ     
 Lw 16 S. aureus negativ     
Hof 10 Lw 17 Humane Rhinoviren negativ  SB 17 negativ H. parasuis 
PCMV 
 Lw 18 S. aureus negativ     
 Lw 19 S. pneumoniae negativ     
Hof 113 Lw 20 S. aureus negativ  SB 20 Enteroviren H. parasuis 
Hof 12 Lw 21 HCoV 229E 
HCoV OC43* 
negativ  SB 21 HCoV OC43* H. parasuis 
 Lw 22 HCoV OC43 
S. aureus 
negativ     
Hof 134 Lw 23 S. aureus 
HCoV 229E 
negativ  SB 23 HCoV OC43* H. parasuis 
Hof 82 Lw 24 negativ negativ     
 Lw 25 HCoV 229E* 
S. aureus 
negativ  SB 25 Enteroviren H. parasuis 
Hof 14 Lw 26 S. aureus 
Influenza-A-Virus 




Hof 15 Lw 27 HCoV OC43 
S. aureus 
negativ  SB 27 negativ H. parasuis 
Hof 16 Lw 28 S. aureus negativ  SB 28 S. aureus* H. parasuis 
 Lw 29 S. aureus negativ     
 Lw 30 S. aureus 
HCoV 229E 
negativ     
Hof 17 Lw 31 S. aureus negativ  SB 31 HCoV OC43 
S. aureus 
H. parasuis 




 Lw 33 Negativ negativ     
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Tab. 3.4: Gesamtergebnisse der Landwirte und Schweine für die konventionelle Mulitplex-PCR des Lan-
deslabors Schleswig-Holsteins sowie für die kommerzielle FTD-PCR, Fortsetzung 
Hof Landwirt FTD Multiplex  Schw.Best. FTD Multiplex 
 Lw 34 HMPV 
S. pneumoniae 
negativ     
Hof 19 Lw 35 HCoV OC43* negativ  SB 35 HCoV OC43 H. parasuis 
 Lw 36 S. aureus negativ     
Hof 206 Lw 37 S. aureus negativ  SB 37 Enteroviren H. parasuis 




Hof 134 Lw 39 S. aureus negativ  SB 39 negativ H. parasuis 
Hof 215 Lw 40 HCoV 229E negativ  SB 40 Enteroviren H. parasuis 
 Lw 41 negativ negativ     
 Lw 42 negativ negativ     




Hof 23 Lw 44 S. aureus 
HCoV OC43* 
negativ  SB 44 negativ H. parasuis 
Hof 134 Lw 45 S. aureus negativ  SB 45 Enteroviren 
HCoV OC43 
H. parasuis 
 Lw 46 S. aureus negativ    H. parasuis 
 Lw 47 negativ negativ     
Hof 24 Lw 48 negativ negativ  SB 48 Enteroviren H. parasuis 
Hof 24 Lw 49 negativ negativ     
 Lw 50 S. aureus negativ     
Hof 25 Lw 51 S. aureus 
Parainfluenza 4* 
negativ  SB 51 Enteroviren 
S. aureus 
H. parasuis 
 Lw 52 S. aureus negativ     
 Lw 53 negativ negativ     
Hof 113 Lw 54 Humane Rhinoviren 
S. aureus 
negativ  SB 54 Enteroviren H. parasuis 
Hof 134 Lw 55 S. aureus negativ  SB 55 Enteroviren H. parasuis 
 Lw 56 negativ negativ     
Hof 26 Lw 57 negativ negativ  SB 57 Enteroviren 
HCoV OC43 
H. parasuis 




Hof 51 Lw 59 Humane Rhinoviren 
S. aureus 
negativ  SB 59 negativ H. parasuis 
M. hyopneumoniae 
Hof 206 Lw 60 Humane Rhinoviren negativ  SB 60 negativ H. parasuis 
Hof 215 Lw 61 Humane Rhinoviren 
S. aureus 
S. pneumoniae 
negativ  SB 61 negativ H. parasuis 
M. hyopneumoniae 
 Lw 62 Humane Rhinoviren negativ     
 Lw 63 Humane Rhinoviren negativ     
*schwach positiver Nachweis; Lw = Landwirt; SB = Schweinebestand; Mehrfacheinsendungen: 1: Einsendung 01/2013 und 
12/2013; 2: Einsendung 01/2013 und 02/2013; 3: Einsendung 02/2013, 04/2013 und 12/2013; 4: Einsendung 02/2013, 04/2013, 




Tab. 3.5: Mehrfachnachweise in den Menschen und Schweineproben 
Humane Proben (gesamt 63) Anzahl  Schweineproben (gesamt 36) Anzahl 
HCoV 229E, S. aureus 4  Enteroviren, HCoV OC43 3 
HCoV OC43, S. aureus 3  Enteroviren, S. aureus 3 
Humane Rhinoviren, S. aureus 2  HCoV OC43, S. aureus 2 
HMPV, S. pneumoniae 1  HCoV OC43, S. aureus, Enteroviren 3 
HCoV 229E, HCoV OC43  1    
Influenza-A-Virus, S. aureus 1    
Parainfluenzavirus Typ 4, S. aureus 1    
Hum. Rhinoviren, S. aureus, S. pneumoniae 1    
3.5 Kultureller Nachweis von Staphylococcus aureus 
Durch Anzucht auf Nährböden ließ sich bei 24 der 35 humanen Proben (69 %), die in der FTD-
PCR ein S.-aureus-Signal aufwiesen, der Erreger auch kulturell nachweisen (Abschnitt 2.9 und 
Abb. 2.2). Der kulturelle Nachweis gelang nur bei einer der sieben gepoolten Schweineproben 
mit einem entsprechenden PCR-Nachweis. Bei zwei Landwirten, die in der PCR negativ für 
S.-aureus-DNA waren, wurde das Bakterium angezüchtet und in einem Fall als MRSA klassi-
fiziert. Das den MRSA-Stämmen zugrundeliegende PBP2a ließ sich immunchromatogra-
phisch in allen elf Proben mit charakteristischem Wachstum auf dem Chromagar nachweisen. 
Die Erreger-Nachweise der Landwirte finden sich in Tab. 3.6, die Erreger-Nachweise der 
Schweinebestände werden in Tab. 3.7 aufgeführt. Bei einem Schweinebestand gelang sowohl 
der Nachweis mit der PCR als auch die kulturelle Anzucht. 
Tab. 3.6: Nachweis von S. aureus in menschlichen Proben. Nur die Proben der Landwirte sind aufgeführt, die 
einen Nachweis für S. aureus ergaben. Bei zwei Landwirten konnte das Bakterium kulturell angezüchtet werden, 
während die PCR (FTD) keinen Nachweis erbrachte. 
 Nukleinsäurenachweis  Kulturelle Verfahren 
Landwirt FTD PCR CP   Blutagar MRSA-Chromagar PBP2a  
Lw 6 Ø   Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 7 nachgewiesen 32  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 8 nachgewiesen 30  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 9 nachgewiesen 22  Wachstum Ø Ø 
Lw 11 nachgewiesen 23  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 13 nachgewiesen 29  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 14 nachgewiesen 24  Wachstum Ø Ø 
Lw 16 nachgewiesen 32  Wachstum Ø Ø 
Lw 18 nachgewiesen 27  Wachstum Ø Ø 
Lw 20 nachgewiesen 22  Wachstum Ø Ø 
Lw 22 nachgewiesen 31  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
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Tab. 3.6: Nachweis von S. aureus in menschlichen Proben: Fortsetzung 
 Nukleinsäurenachweis  Kulturelle Verfahren 
Landwirt FTD PCR CP   Blutagar MRSA-Chromagar PBP2a  
Lw 23 nachgewiesen 24  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 24 Ø   Wachstum Ø Ø 
Lw 25 nachgewiesen 26  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 26 nachgewiesen 31  Wachstum Ø Ø 
Lw 27 nachgewiesen 16  Wachstum Ø Ø 
Lw 28 nachgewiesen 28  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 29 nachgewiesen 32  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 30 nachgewiesen 26  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 31 nachgewiesen 28  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 36 nachgewiesen 31  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 37 nachgewiesen 33  Wachstum Ø Ø 
Lw 38 nachgewiesen 30  Ø  ncht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 39 nachgewiesen 31  Wachstum Ø Ø 
Lw 43 nachgewiesen 31  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 44 nachgewiesen 32  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 46 nachgewiesen 26  Wachstum Ø Ø 
Lw 50 nachgewiesen 26  Wachstum Ø Ø 
Lw 51 nachgewiesen 23  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 52 nachgewiesen 30  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 54 nachgewiesen 29  Wachstum rosa gefärbte Kolonien positiv 
Lw 55 nachgewiesen 27  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 58 nachgewiesen 24  Wachstum Ø Ø 
Lw 59 nachgewiesen 30  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Lw 61 nachgewiesen 31  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Ø = negativ;       
       
Tab. 3.7: Nachweis von S. aureus in Schweinproben. Nur die Schweinebestände sind aufgeführt, die einen 
Nachweis für S. aureus ergeben haben. Die kulturelle Anzucht gelang nur bei einem Bestand. 
 Nukleinsäurenachweis  Kulturelle Verfahren 
SB FTD PCR CP   Blutagar MRSA-Chromagar PBP2a  
SB 1 nachgewiesen 26  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
SB 10 nachgewiesen 32  Wachstum rosa gefärbte Kolonien Positiv 
SB 14 nachgewiesen 32  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
SB 26 nachgewiesen 32  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
SB 31 nachgewiesen 33  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
SB 43  nachgewiesen 32  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
SB 51 nachgewiesen 30  Ø  nicht durchgeführt nicht durchgeführt 
Ø = negativ; SB = Schweinebestand   
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3.6 Übersicht über die Erregernachweise 
Von 63 menschlichen Proben konnten bei 46 Abstrichen virale und bakterielle Erreger identi-
fiziert werden. Der häufigste nachgewiesene Erreger war S. aureus. Bei 24 Proben war eine 
kulturelle Anzucht möglich, in elf Fällen konnte ein MRSA nachgewiesen werden. Für die 
Schweinebestände wurde in jeder Poolprobe ein Erreger identifiziert. Bei den Rüsselabstrichen 
war H. parasuis der häufigste Erreger. Tab. 3.8 gibt die absolute und relative Häufigkeit der 
einzelnen positiven Erregernachweise an. 
Tab. 3.8: Übersicht über die Häufigkeiten der nachgewiesenen Erreger. Gezeigt werden die Verteilung und 
Häufigkeit des Erregernachweises der Landwirte und Schweinebestände. In 46 von 63 humanen Proben konnten 
virale und bakterielle Erreger identifiziert werden. Von 61 gepoolten Rüsselabstrichen lieferten 36 einen Nach-
weis. 
 Landwirte (63)  Schweinebestände (36) 
Erreger absolut relativ [%]   absolut  relativ [%] 
S. aureus (PCR)      
 - positiv 33 52  7 19 
 - schwach positiv 2 3  4 11 
S. aureus (Kultur) 24 38  1 3 
 - davon MRSA 11 32  1 3 
CoV      
 - positiv 8 13  6 17 
 - schwach positiv 4 6  6 17 
Enteroviren    17 47 
Rhinoviren 7 11  0 0 
S. pneumoniae 3 5  0 0 
HMPV 1 2  0 0 
Influenza-A-Virus 1 2  0 0 
H. parasuis 0 0  35 97 
Parainfluenzavirus Typ 4 
(schwach positiv) 
1 2  0 0 
M. hyopneumoniae 0 0  4 11 
PCMV 0 0  3 8 





Die vorgelegte Arbeit sollte am Beispiel respiratorischer Infektionen untersuchen, inwieweit 
es zu wechselseitigen Übertragungen von Viren und Bakterien zwischen Schweinen und 
Menschen mit direktem Kontakt zu diesen Nutztieren kommt. So legt der enge berufliche 
Kontakt mit den Tieren die Vermutung nahe, dass es auch beim Menschen zu einer Infektion 
durch virale oder bakterielle Pathogene des Schweins kommen kann. Dieses konnte beispiel-
haft für das Hepatitis-E-Virus gezeigt werden, das bei Schweinen weit verbreitet ist (Caruso 
et al., 2017). Menschen mit beruflicher Exposition zum Schwein haben vermehrt Antikörper 
gegen das Hepatitis-E-Virus, so dass angenommen wird, das nicht nur der Verzehr von rohem 
Schweinefleisch, sondern auch der der direkte Kontakt zu Schweinen einen Risikofaktor für 
eine Infektion darstellt (Krumbholz et al., 2012, 2014; Sommerkorn et al., 2017). 
Speziesübergreifende Infektionen sind vor allem bei Influenzaviren bekannt. Neben den be-
kannten Subtypen des Schweine-Influenzavirus (H1N1, H3N2, H1N2; Kuntz-Simon & Madec, 
2009) zirkulieren in den Schweinepopulationen auch das pandemische Influenza-A-Virus von 
2009 (H1N1pdm09) und davon abgeleitete Reassortanten (Henningson et al., 2015). Das pan-
demische Virus H1N1pdm09 wurde 2009 erstmals beim Menschen nachgewiesen (Vaillant et 
al., 2009) und trägt als Mehrfachreassortante die genetische Information von Influenzaviren 
des Schweins, des Menschen und von Geflügel (Vijaykrishna et al., 2010). Im Rahmen der Pan-
demie von 2009 hat sich aber auch gezeigt, dass eine Übertragung des Influenza-A-Virus vom 
Menschen zurück zum Schwein stattgefunden hat (Nelson & Vincent, 2015). In der hier vorge-
legten Arbeit sollte eine Beobachtungsstudie geplant und durchgeführt werden, damit wech-
selseitige Infektionen zwischen Schweinen und Menschen mit direktem Kontakt zu diesen 
Nutztieren nachgewiesen werden konnten. 
4.1 Studiendesign und Probengewinnung 
Die Landwirte aus Schleswig-Holstein, die ihre Bereitschaft zur Teilnahme an der geplanten 
Beobachtungsstudie geäußert hatten, wurden mit Abstrichtupfern für die Entnahme von Na-
sen- und Rüsseltupfern versorgt. Ebenso wurden die vorherrschenden klinischen Symptome 
mit Hilfe eines standardisierten Anamnesebogens erhoben (Anhang, Abb. 7.1). Eine ver-
gleichbare Studie unter Berücksichtigung dieses breiten Pathogenspektrums ist unseres Wis-
sens nach bisher nicht durchgeführt worden. Für einzelne Erreger, wie zum Beispiel MRSA-
Stämme, gibt es etliche Arbeiten (Broens et al., 2011; Broens et al., 2012; Kinross et al., 2017), 
ebenso über das zoonotische Potential gastrointestinaler Viren bei Schlachttieren (Machnow-
4 Diskussion 
 49 
ska et al., 2014). Insgesamt gibt es 14.123 Bauernhöfe in Schleswig-Holstein, darunter 1.742 
Schweinemast- und Zuchtbetriebe. Im Bundesland werden ca. 1,5 Millionen Tiere gehalten 
und im Durchschnitt hat ein Betrieb eine Bestandsgröße von ca. 930 Schweinen. Die Gesamt-
zahl der Tiere beinhaltet 717.000 Ferkel und Jungschweine, 685.000 Mastschweine und 103.000 
Zuchttiere (Statistisches Amt für Hamburg und Schleswig-Holstein 2016a, 2016b). Damit liegt 
Schleswig-Holstein im deutschen Mittelfeld. 
Im Zeitraum von Dezember 2012 bis März 2014 wurden Proben von 27 landwirtschaftlichen 
Betrieben eingesandt (Abb. 4.1). Darunter fanden sich auch sechs Höfe, die mehrmals Proben 
einsandten. Diese 27 Höfe repräsentieren 1,5 % der Betriebe mit Schweinezucht und Schwei-
nemast in Schleswig-Holstein. In den Monaten Februar und März wurden die meisten Proben 
gewonnen. 
 
Abb. 4.1: Übersicht über den zeitlichen Verlauf der Probeneinsendungen. 
Die vermehrten Einsendezahlen in den Monaten Februar und März entsprechen der für Er-
kältungskrankheiten zu erwartenden Saisonalität (Paynter et al., 2015). Die von den Landwir-
ten geäußerten Symptome (Schnupfen, Husten, Kopf-, Hals- und/oder Gliederschmerzen und 
Fieber) decken sich weitestgehend mit dem klinischen Bild eines Atemwegsinfekts (Nichol et 
al., 2005). Insofern kann davon ausgegangen werden, dass die Landwirte dann Proben von 
sich bzw. ihren Tieren einsandten, wenn sie einen respiratorischen Infekt hatten. Zur Gewähr-
leistung der Genomstabilität der potenziellen Erreger wurden die Proben bis zur Aufarbei-
tung bei -80 °C gelagert (Shin et al., 2018). Zur Vermeidung von Kontaminationen fand die 




Für die humanen Proben wurde jeder Tupfer einzeln analysiert. Bei den zugehörigen Schwei-
nebeständen wurden jeweils zehn Rüsselabstriche zusammengeführt und als eine Probe 
untersucht. Somit lässt sich nicht auflösen, ob es sich um eine Infektion eines Tieres handelt, 
oder die Erreger von verschiedenen Tieren des Pools stammen. 
Die erfolgreiche Extraktion der Nukleinsäuren wurde in jedem Fall durch den Nachweis eines 
Spezies-spezifischen Haushalts-Gens dokumentiert. Bei den menschlichen Proben wurde ein 
Bereich des β-Aktin-Gens in einer SYBR-Green basierten Echtzeit-PCR amplifiziert. Die dafür 
eingesetzten Oligonukleotide wurden nach Literaturangaben ausgesucht (Perrin & Ervasti, 
2010). Alle Rüsseltupfer wurden mit dem gleichen Verfahren auf das Vorhandensein porziner 
Cytochrom-B-spezifischer Genomäquivalente getestet (Blusch et al., 2002). Die anschließende 
Schmelzpunktanalyse ermöglichte eine klare Unterscheidung von humaner und porziner 
DNA. So lag der mittlere Schmelzpunkt des humanen β-Aktin-Amplifikats bei 85,81 °C, der 
des porzinen Cytochrom B bei 82,41 °C. Die mitgeführte Wasserkontrolle der humanen Proben 
wurde ab Zyklus 41 positiv, so dass diese Amplifikation als unspezifisch gewertet wurde. Der 
Schmelzpunkt der Wasserkontrolle lag ca. bei 76 °C. Dadurch ist eine deutliche Trennung zu 
den spezifischen Nachweisen möglich gewesen (siehe Abb. 3.3). Dieser speziesspezifische 
Nukleinsäurenachweis machte eine Falschabnahme, Probenverwechslung oder spätere 
Kreuzkontamination unwahrscheinlich. Erst nach Abschluss dieser Eingangsuntersuchungen 
wurden die Proben den weiteren Testungen zugeführt. 
Die Auswertung der Multiplex-PCR nach dem Protokoll des Landeslabors Schleswig-Holstein 
erfolgte nach Elektrophorese im Agarosegel. Hier zeigte sich bei allen Proben eine Bande in 
der erwarteten Produktgröße für M. hyorhinis. Für die Probenanalyse mit dem kommerziell 
bezogenen FTD-Kit wurde bei der Nukleinsäureextraktion aus den Tupfern eine interne Kon-
trolle hinzugefügt. Da dieser Extrakt für alle Probenanalysen eingesetzt wurde, enthielt jede 
Probe diese interne Kontrolle. Zur Überprüfung erfolgte eine Analyse mit und ohne Zugabe 
der internen Kontrolle in PBS. Nach Auftrennung im Agarosegel zeigten die Amplifikat-Ban-
den, dass die interne Kontrolle des kommerziellen Kits ca. auf der Höhe von 600 bp nachweis-
bar war (Abb. 4.2). Das mit dieser PCR nachweisbare Pathogen M. hyorhinis lieferte ein Ampli-
fikat von 593 bp. Da eine Abgrenzung zwischen der internen Kontrolle und dem Pathogen 
optisch nicht gewährleistet werden konnte, wurde in der Gesamtauswertung auf dieses Ergeb-
nis verzichtet, zumal eine derartige Häufigkeit außerdem nicht plausibel erschien. Im Nach-
hinein stellte sich heraus, dass es sich hierbei am ehesten um eine Kontamination handelte, da 
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bei einer neu hergestellten Positivkontrolle diese häufigen Signale nicht mehr vorhanden 
waren (Kerstin Receveur, persönliche Mitteilung).  
 
Abb. 4.2: Nachweis von M. hyorhinis durch Auftrennung der PCR-Produkte im Agarosegel. Verglichen wurden 
die Amplifikate zweier Probenaufarbeitungen mit PBS, jeweils einmal mit hinzugefügter interner Kontrolle des 
FTD-Kits und einmal ohne die interne Kontrolle. Die Positivkontrolle der Multiplex-PCR des Landeslabors Schles-
wig-Holstein zeigt deutlich die angegebene Bande für M. hyorhinis auf Höhe der internen Kontrolle. 
4.3 Besonders wichtige Pathogene 
 Staphylococcus aureus 
Die insgesamt hohe Nachweisrate von S. aureus sowohl bei Landwirten (52 % positiv, 3 % 
schwach positiv) als auch den Schweinebeständen (19 % positiv, 11 % schwach positiv) steht 
im Einklang mit der Literatur. So wurden zuvor bei Landwirten Besiedelungsraten von 30 % 
berichtet (Kinross et al., 2017); bei Schweinen sogar Einzeltier-Prävalenzen von 77 % und 
Herden-Prävalenzen von 97 % (Sun et al., 2015; van Cleef et al., 2014). 
Da einige Landwirte mehrfach Proben über einen längeren Zeitraum einsandten, konnten 
Rückschlüsse über die Besiedlungsdauer gezogen werden. So war S. aureus über einen länge-
ren Zeitraum, in einem Beispiel im Februar und wieder im Dezember, bei den Bauern und 
zum Teil bei den Schweinebeständen nachweisbar. Das kann beim Menschen als Beleg für die 
dauerhafte Besiedelung des Nasen-Rachenraums gewertet werden (Cuny et al., 2009; Kock et 
al., 2012). Prinzipiell ist es auch möglich, dass die Schweine durch Stämme humanen Ur-
sprungs infiziert werden (Cuny et al., 2009). Für Deutschland wurden in 43–70 % der Schwei-
nebestände livestock-associated MRSA-Besiedelungen ermittelt. Entsprechend dazu wiesen 
86 % der Landwirte, die direkten Tierkontakt hatten und 4 % der Familienangehörigen eine 
Besiedelung durch livestock-associated MRSA auf (Kock et al., 2011). Die Mehrzahl der Schwei-
ne ist asymptomatisch besiedelt (Meemken et al. 2010). Innerhalb der Schweinepopulation 
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wird die vertikale Übertragung des MRSA angenommen (Broens et al., 2012). Das Bakterium 
kann auch über neue MRSA-besiedelte Tiere in den Bestand gelangen (van Duijkeren et al., 
2007), durch aerogene Übertragung (Gibbs et al., 2006) bzw. durch kontaminierte Oberflächen 
im Stall (Schmitthausen et al., 2018). Als Konsequenz der hohen Durchseuchungsrate der 
Schweinebestände sollten Landwirte und Veterinärmediziner mit regelmäßigem Tierkontakt 
bei stationärer Aufnahme in ein Krankenhaus regelhaft auf MRSA-Besiedelung getestet wer-
den. 
 Coronaviren 
Der Nachweis von HCoV OC43-RNA ist mit einer Infektion der menschlichen Atemwege 
vereinbar (Lai et al., 2015). Für den einmalig geführten Doppelnachweis von HCoV 229E und 
HCoV OC43 bei einem Landwirt findet sich in der Literatur keine Entsprechung. Vergleicht 
man die Crossing points der Kurven von HCoV 229E (CP = 28) und HCoV OC43 (CP = 32) bei 
diesem Probanden, so ist zu vermuten, dass von letztgenannter Spezies nur wenige Kopien in 
der Probe vorhanden waren. Um diesen Doppelnachweis sicher zu beweisen, benötigt man 
jedoch zeitnah entnommene Folgeproben, die aber nicht zur Verfügung standen. Es ist 
allerdings bekannt, dass Coronaviren häufig in Kombination mit anderen Viren auftreten 
(Zhang, Tuo et al., 2018). 
Bei Schweinen ist bisher bei den CoV nur PRCV als Ursache für eine respiratorische Infektion 
bekannt (Laude et al., 1993). In der Literatur wird über die hohe Prävalenz von Antikörpern 
gegen HCoV OC43 bei asymptomatischen Tieren berichtet. Insofern wurde eine 
wechselseitige Übertragung des Erregers vermutet (Hirano et al., 1999). Eine andere Ursache 
für den auch in dieser Arbeit geführten, häufigen Nachweis von HCoV OC43 beim Schwein 
sowie für die aus der Literatur bekannten Antikörperprävalenzen könnte in der engen 
Verwandtschaft dieses Virus zum Porcine hemagglutinating encephalomyelitis virus (PHEV) 
liegen. Die phylogenetische Untersuchung durch Vijgen et al. (2006) konnte die enge 
Verwandtschaftsbeziehung bestätigen (Abb. 4.3). Daher liegt die Vermutung nahe, dass es sich 
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vielmehr um möglicherweise asymptomatische Infektionen mit PHEV handelt, die in der 
FTD-PCR bei Schweinen fälschlicherweise als Humanes CoV OC43 ausgewiesen wurden. 
Abb. 4.3 Stammbaum der Coronaviren (verändert nach Vijgen et al., 2006). Der phylogenetische Baum zeigt die 
Verwandtschaftsbeziehungen innerhalb der Familie der Coronaviren. Für den gewählten Genomabschnitt (PHEV-
VW572) sind HCoV OC43, PHEV und Bovine Coronaviren nicht voneinander zu unterscheiden. 
 Rhinoviren 
Beim Menschen sind obere Atemwegsinfektionen am häufigsten durch HRV bedingt. Die 
meisten Nachweise im Rahmen dieser Arbeit wurden in den Monaten Februar und März 
geführt. Aus den Arbeiten des Netzwerkes für respiratorische Virusinfektionen (Respvir) weiß 
man, dass HRV zwar ganzjährig nachweisbar sind, am häufigsten aber im Spätsommer und 





Abb. 4.4: Saisonale Aktivität der menschlichen Rhinovirus-Infektionen über den Zeitraum der Studie. HRV-
Infektionen sind ganzjährig nachweisbar, mit einer Spitze im Monat Oktober 2013. Die Abbildung basiert auf den 
Daten des respiratorischen Viren-Netzwerks Respvir (https://clinical-virology.net/de/charts/chart/ctype/ 
activity/network/resp/section/viruses/virus/rhinopos?from=12%2F2012&to=03%2F2014). Im relevanten Zeit-
raum sind insgesamt 3273 HRV-Nachweise dargestellt. 
Der Zeitraum der Probeneinsendungen erstreckte sich von Dezember 2012 bis März 2014. In 
den Monaten Juni 2013 bis September 2013 wurden keine Abstriche eingesandt, so dass sich 
der zeitliche Verlauf über das gesamte Jahr in dieser Studie nicht abbilden lässt. Die Vermu-
tung liegt nahe, dass in diesem Zeitraum Atemwegsinfektionen nicht vorkamen, obwohl sie 
bei deutlich niedrigerer Frequenz statistisch zu erwarten gewesen wären. Trotz der engen 
Verwandtschaft zwischen den Porzinen Enteroviren und HRV ist von einer Kreuzimmunität 
nicht auszugehen, da diese schon innerhalb der HRV nicht gegeben ist (Galanti et al., 2019). 
 Haemophilus parasuis 
In der Multiplex-PCR zum Nachweis ausgewählter Viren und Bakterien des Schweins, deren 
Protokoll vom Landeslabor Schleswig-Holstein übernommen wurde, war bei den menschli-
chen Proben nur ein einziger Nasentupfer auffällig. Bei diesem Tupfer konnte DNA von 
H. parasuis nachgewiesen werden. Für den Nachweis von H. parasuis beim Menschen findet 
sich in der Literatur keine Entsprechung. Am ehesten kann daher von einer Kontamination 
dieser menschlichen Probe ausgegangen werden. Diese könnte bereits bei der 
Probenentnahme im Bestand passiert sein, zumal praktisch alle Schweineproben positiv für 
H. parasuis getestet wurden. In diesem Fall waren Folgeproben leider nicht verfügbar. Für 
einen belegten Nachweis von H. parasuis beim Menschen wäre zu fordern, dass dieser aus 
mehreren, unabhängigen Probenaufbereitungen gelingt. Dieses Bakterium wurde bei 
Wildschweinen mit dem Auftreten schwerer Lungeninfektionen assoziiert (Cuesta Gerveno et 
al., 2013). Andererseits spricht einiges dafür, dass H. parasuis ein Kommensale in den oberen 
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Atemwegen von Schweinen ist und daher auch bei klinisch gesunden Tieren nachgewiesen 
werden kann (Moller & Kilian, 1990). 
Bei den porzinen Proben war DNA von H. parasuis am häufigsten nachweisbar, gefolgt von 
M. hyopneumoniae und PCMV. Die hohe Nachweisrate bei H. parasuis steht im Einklang mit 
der Literatur (Palzer et al., 2015). Bei gehäuftem Auftreten der sogenannten Glässer‘schen 
Krankheit wird eine antibiotische Therapie, ggf. auch eine Impfung der noch nicht infizierten 
Tiere empfohlen (Macedo et al., 2015). 
 Influenza-C-Viren 
Im Rahmen dieser Arbeit konnten Influenza-C-Viren in humanen oder porzinen Proben in 
keinem einzigen Fall nachgewiesen werden. In der Literatur finden sich Hinweise für anthro-
pozoonotische Infektionen (Ma et al., 2008; Widdowson et al., 2017). Der fehlende Nachweis 
in unseren Proben könnte dem relativ geringen Studienumfang geschuldet sein. Generell ist 
es sinnvoll, bei Verdachtsfällen nicht nur einen allgemeinen Nachweis von Influenza-Viren zu 
führen, sondern auch eine Typisierung und sogar eine Sequenzierung des gesamten Genoms 
anzustreben. Nur so lassen sich Reassortanten und Stämme mit pandemischem Potential rasch 
identifizieren. 
4.4 Relevanz des Nachweises porziner Erreger für die Xenotransplantation 
Die Übertragung porziner Erreger auf den Menschen ist nicht nur für zoonotische Infektionen 
bedeutsam. Das Überwinden von Speziesbarrieren und die Möglichkeit, tierische Organe bzw. 
Gewebe auf den Menschen zu übertragen (Xenotransplantation), ist insbesondere vor dem 
Hintergrund der rückläufigen Spendebereitschaft der Bevölkerung eine interessante Alterna-
tive (Plotzki et al., 2016). Neben der Schwierigkeit der Beherrschung von Abstoßungsreaktio-
nen ist noch nicht abschließend geklärt, inwieweit dabei tierische Pathogene auf den Men-
schen übertragen werden könnten. Somit stellen mögliche Infektionen ein Risiko der Xeno-
transplantation dar (Fishman, 2014; Niemann & Petersen, 2016). 
Schweine gelten als Spendertiere für Menschen als am Besten geeignet (Dooldeniya & 
Warrens, 2003). Für die Einschätzung des Risikos der Übertragung von Pathogenen des 
Schweins auf den Menschen bedarf es auch der Entwicklung sensitiver und spezifischer 
Testverfahren. Zudem gibt es Bemühungen, Virus-freie Tiere zu züchten, indem die 
Muttertiere z.B. Virustatika erhalten sowie geimpft werden und die Ferkel per Kaiserschnitt 
geboren werden (Denner, 2017). 
4 Diskussion 
 56 
Porzine endogene Retroviren, die bei allen Schweinen in das Genom integriert vorliegen, wird 
man so aber nicht eliminieren können. Dieses Retrovirus ist in der Lage, auch humane Zellen 
zu infizieren und es kann nicht ausgeschlossen werden, dass dieses Virus möglicherweise 
auch zur Tumorentstehung oder Immundefizienz führt (Denner & Tönjes, 2012). Mit einer 
Zink-Finger-Nuklease könnten derartige, spezifische Gensequenzen ausgeschaltet werden, 
was aber bisher noch nicht erfolgreich war (Semaan et al., 2015). 
PCMV könnte im Rahmen der Xenotransplantation ebenfalls ein Problem darstellen. Viele 
Tierbestände haben eine hohe Durchseuchungsrate. Derzeit besteht noch keine verlässliche 
Möglichkeit, dass Virus sicher nachzuweisen (Denner & Mankertz, 2017). In dieser Studie ge-
lang bei drei Tierbeständen (8 %) der Nachweis von PCMV. Abschließend ist auch noch nicht 
geklärt, ob dieses β-Herpesvirus eine humane Infektion verursachen kann. In unserer Studie 
gab es bei den PCMV-positiven Schweinepools keinen Nachweis bei den zugehörigen Land-
wirten. Jedoch wurde eine Kreuzreaktivität mit dem Humanen Herpesvirus Typ 6 postuliert. 
Ob damit auch eine Kreuzimmunität zum Humanen Cytomegalovirus vermittelt werden 
kann, ist nicht geklärt (Fiebig et al., 2017). 
Bei Typ-1-Diabetikern wurden porzine Pankreas-Inselzellen bereits erfolgreich transplantiert. 
Dabei kam es weder zu Abstoßungsreaktionen noch zu Übertragungen porziner Erreger. Die 
Organfunktion entwickelte sich jedoch noch nicht in zufriedenstellender Weise (Cooper et al., 
2016; Matsumoto et al., 2014). 
4.5 Ansätze der One-Health-Initiative 
Generell sollte darüber nachgedacht werden, Landwirte und andere Berufsgruppen mit di-
rektem Kontakt zu Schweinen auf zoonotische Erreger zu testen und auch gezielt über mög-
liche Infektionsgefahren zu unterrichten (Myers et al., 2007). Aber auch die Überwachung und 
die ggf. Behandlung der Tierbestände sollte dem aktuellen Stand der Wissenschaft entspre-
chen. Nach einer Studie haben Landwirte auf der einen Seite einen enorm hohen Kostendruck 
und nehmen daher eventuell benötigte medizinische Behandlung nicht in Anspruch. Zum 
anderen bemängeln Landwirte, dass sie nicht oder nur schlecht über neue wissenschaftliche 
Erkenntnisse informiert werden (Alarcon et al., 2014). 
Mit dem Ziel eines verbesserten Schutzes vor Zoonosen und effektiverer und schnellerer, 
Fach- und Länder-übergreifender Reaktionen wurde die One-Health-Initiative durch die 
Weltgesundheitsorganisation ins Leben gerufen (Zinsstag et al., 2011). Die Initiative soll be-
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sonders die Kommunikation zwischen dem humanmedizinischen und dem veterinärmedizi-
nischen Sektor verbessern (Sikkema & Koopmans, 2016). 
4.6 Ausblick 
Die Xenotransplantation, insbesondere die Übertragung von Organen, Geweben und Zellen 
porzinen Ursprungs, hat das Potential, den Engpass humaner Organe für Schwerstkranke zu 
mindern. Dazu gibt es vielfältige Forschungsinitiativen. Jedoch müssen die Risikofaktoren 
immer wieder neu beurteilt werden. Hierzu zählt vor allem auch das Potential der Übertra-
gung porziner Pathogene auf den Menschen. Diese birgt die Gefahr der Entstehung neuer, 
bisher nicht beherrschbarer Infektionskrankheiten des Menschen. Daher wird an der Identifi-
zierung porziner Erreger geforscht. Das beinhaltet auch die Entwicklung möglicher Prophy-
laxe- und Therapie-Formen. Diese Arbeiten kommen auch der Nutztierhaltung zu Gute, denn 
sie könnten zur Eindämmung oder sogar Elimination wichtiger Infektionskrankheiten der 
Tiere führen. Zur besseren Vermeidung zoonotischer Krankheitsausbrüche weltweiten Aus-
maßes müssen Humanmediziner, Mikrobiologen, Virologen und Veterinärmediziner im Sinn 




In dieser Arbeit sollte das zoonotische Potential respiratorischer Viren und Bakterien im Hin-
blick auf wechselseitige Übertragungen zwischen Landwirten und ihren Schweinen in Schles-
wig-Holstein im Rahmen einer Beobachtungsstudie eingeordnet werden. Jede eingesandte 
Probe wurde zuerst im Rahmen der Qualitätskontrolle auf die Wirtsspezies auf DNA-Ebene 
überprüft, dann auf Influenza-C-Virus-Genomäquivalente untersucht und das kulturelle 
Verfahren zur Isolierung von Staphylococcus aureus wurde verwendet, sowie mehrere 
Multiplex-PCR-Verfahren wurden eingesetzt, die ein breites Spektrum human- und Schwein-
pathogener, bakterieller und viraler Erreger abdecken. 
Bei den 63 humanen Proben wurden durch Nukleinsäure-Amplifikationsverfahren Staphylo-
coccus aureus (35), Coronaviren (12), Rhinoviren (7), Streptococcus pneumoniae (3), Humanes 
Metapneumovirus (1), Influenza-A-Virus (1) und Parainfluenzavirus Typ 4 (1) nachgewiesen. 
Bei den 36 entsprechenden Schweinebeständen waren Haemophilus parasuis (35), Enteroviren 
(17), Coronaviren (12), Staphylococcus aureus (11), Mycoplasma hyopneumoniae (4) und Porzines 
Cytomegalovirus (3) nachweisbar. Im Rahmen der Influenza-A-Virus-Testung gelang kein 
Beleg einer zoonotischen Übertragung und Influenza-C-Viren waren nicht nachweisbar. 
Die Anzucht von Staphylococcus aureus gelang bei 24 der humanen Proben und einer aus einem 
Schweinebestand. Zwölf der Staphylococcus-aureus-Stämme konnten als Methicillin-resistent 
klassifiziert werden. Dies entspricht den erwarteten Prävalenzen. Für Staphylococcus aureus 
ergaben sich Hinweise für eine Übertragung zwischen Menschen und Schwein. 
Porzines Cytomegalovirus und Humane Metapneumoviren stellten sich als wirtsspezifisch 
dar. Haemophilus parasuis, Mycoplasma hyopneumoniae und Mycoplasma hyorhinis zeigten sich 
hier ohne zoonotisches Potential. Streptococcus pneumoniae konnte nur in humanen Proben 
nachgewiesen werden. Aus humanen Proben waren die Humanen Coronavirus-Typen 229E 
und OC43 nachweisbar und aus porzinen Proben nur der Typ OC43, der aber von einem 
verwandten porzinen Coronavirus nicht unterscheidbar war. Für Enteroviren bestand eine 
hohe Prävalenz innerhalb der Schweinebestände.  
Die Identifikation und Beurteilung des zoonotischen Potentials porziner Pathogene bildet eine 
Grundlage der Forschung zur Xenotransplantation und trägt zum globalen One-Health-





In this project, the zoonotic potential of respiratory viruses and bacteria should be classified 
regarding mutual transmissions between farmers and their swine live stocks in Schleswig-
Holstein within an observational study. Each sent-in sample was analysed first for the host 
species on DNA level for quality control and for influenza-C-virus genome equivalents; the 
cultural procedure for the isolation of Staphylococcus aureus was used as well as several 
multiplex assays which cover a broad spectrum of human- and swine-pathogenic, bacterial 
and viral pathogens. 
In the 63 human samples, Staphylococcus aureus (35), coronaviruses (12), rhinoviruses (7), 
Streptococcus pneumoniae (3), human metapneumovirus (1), influenza-A-virus (1) and 
parainfluenzavirus type 4 (1) were detected by nucleic-acid amplification assays. In the 36 
corresponding live stocks, Haemophilus parasuis (35), enteroviruses (17), coronaviruses (12), 
Staphylococcus aureus (11), Mycoplasma hyopneumoniae (4), and porcine cytomegalovirus (3) 
were detectable. Upon influenza-A-virus testing, zoonotic transmission could not be 
demonstrated and influenza-C-viruses were not detectable. 
The cultivation of Staphylococcus aureus was successful in 24 of the human samples and in one 
of the live stocks. Twelve of the Staphylococcus aureus isolates were classified as resistant to 
methicillin. This meets with expected prevalences. In the case of Staphylococcus aureus, there 
were indications for transmissions between man and swine. 
Porcine cytomegalovirus und human metapneumoviruses showed host specificity. Haemo-
philus parasuis, Mycoplasma hyopneumoniae, and Mycoplasma hyorhinis did not show zoonotic 
potential. Streptococcus pneumoniae was detected in human samples, only. In human samples, 
the human coronavirus types 229E and OC43 were detectable, and in porcine samples only 
type OC43, which could not be discriminated from a related porcine coronavirus. Entero-
viruses showed high prevalence in the live stocks. 
The identification and interpretation of the zoonotic potential of porcine pathogens forms a 
basis for research in xenotransplantation and contributes to the global One-Health concept of 
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Abb. 7.1: Standardisierter Anamnesebogen zu Symptomen der Landwirte 
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Spektrum viraler und bakterieller Pathogene bei  
akuten respiratorischen Infektionen von Beschäftigten in 
der Schweinezucht/-mast und deren Angehörigen 
(Bitte mit Kugelschreiber in Druckbuchstaben ausfüllen) 
 
· Familienname:  ………………………… 
· Vorname:   ………………………… 
· Anschrift, Straße, Nr.: ………………………… 
PLZ, Ort:  ………………………… 
· Geburtsdatum:  ……………… (z.B. 01.01.1980) 
· Aktuelle Symptome: □   Husten  
□   Schnupfen 
□   Halsschmerzen 
□   Kopf-/Gliederschmerzen 
□   Fieber (Temperatur über 38°C) 
· Seit wann haben Sie diese Symptome? ……………. (z.B. 01.11.2012) 
· Datum der Tupferentnahme  ……………. (z.B. 02.11.2012) 
· Schweinekontakt als □   Landwirt oder Angestellter  
□   andere Tätigkeit (bitte angeben): 
     …………………………. 
□   Familienangehöriger mit Schweinekontakt 
□   Familienangehöriger ohne Schweinekontakt 
· Seit wann haben Sie Kontakt zu Schweinen (in Jahren)? ………………………… 
· Wie viele Tiere betreuen Sie im Bestand (Zahl)?  ………………………… 
· Handelt es sich um (Mehrfachantwort möglich):       
  □   Ferkel 
□   Mastschweine 
□   Sauen 
· Haben die Tiere gerade einen Atemwegsinfekt                                                            (z.B. Husten, 
Fieber, Fressunlust, Aborte, etc.) 
□   ja   □   nein 
· Haben Sie auch einen Rüsselabstrich bei jeweils zehn Schweinen entnommen? 
□   ja   □   nein 
 










Tab. 7.1: Nachweis humanem β-Aktins in den Abstrichen der Landwirte. Analyse mittels qPCR, Angabe 
der Einzelmesswerte für jeden Landwirt (Schwellenwertzyklus und Schmelztemperatur des Amplikons bei 
der Schmelzkurvenanalyse) 
Landwirt CP Tm [°C]  Landwirt CP Tm [°C]  Landwirt CP Tm [°C] 
Landwirt 1 31,19 85,42  Landwirt 22 32,48 86,2  Landwirt 43 40,4 86 
Landwirt 2 29,25 85,42  Landwirt 23 32,36 86,2  Landwirt 44 38,97 86 
Landwirt 3 29,77 85,42  Landwirt 31,79 86,2  Landwirt 45 30,02 86 
Landwirt 4 29,51 85,42  Landwirt 25 29,7 86,2  Landwirt 46 26,37 86 
Landwirt 5 26,74 85,42  Landwirt 26 29,77 86,2  Landwirt 47 32,62 86 
Landwirt 6 29,54 85,42  Landwirt 27 24,52 85,8  Landwirt 48 36,79 86,2 
Landwirt 7 28,72 85,42  Landwirt 28 26,65 86,17  Landwirt 49 22,5 86,2 
Landwirt 8 24,8 85,42  Landwirt 29 32,31 86,17  Landwirt 50 26,33 86,2 
Landwirt 9 26,29 86,2  Landwirt 30 26,89 86,17  Landwirt 51 30,3 86,2 
Landwirt 10 28,26 85,42  Landwirt 31 25,89 85,8  Landwirt 52 35,94 86,2 
Landwirt 11 28,96 85,42  Landwirt 32 30,19 85,8  Landwirt 53 36,99 86,2 
Landwirt 12 25,33 85,42  Landwirt 33 30,09 85,8  Landwirt 54 29 86,2 
Landwirt 13 28,54 85,42  Landwirt 34 29,49 85,8  Landwirt 55 26,65 85,5 
Landwirt 14 24,82 85,42  Landwirt 35 31,1 85,8  Landwirt 56 35,56 85,5 
Landwirt 15 25,19 85,42  Landwirt 36 31,1 85,8  Landwirt 57 28,64 85,5 
Landwirt 16 28,05 85,42  Landwirt 37 28,67 85,8  Landwirt 58 31 85,5 
Landwirt 17 26,48 85,42  Landwirt 38 26,11 85,8  Landwirt 59 27,07 85,5 
Landwirt 18 27,54 86,2  Landwirt 39 31,5 85,8  Landwirt 60  28 85,5 
Landwirt 19 30,16 86,2  Landwirt 40 34,56 86  Landwirt 61 27,65 85,5 
Landwirt 20 24,51 86,2  Landwirt 41 31,38 86  Landwirt 62 34,58 85,5 




Tab. 7.2: Nachweis porzinen Cytochrom B in den Rüsselabstrichen der Schweine. Die fortlaufende 
Nummerierung der Schweinebestände folgt der der Landwirte. Analyse mittels qPCR, Angabe der 
Einzelmesswerte für jeden Landwirt (Schwellenwertzyklus und Schmelztemperatur des Amplikons bei der 
Schmelzkurvenanalyse) 
Schweine CP Tm [°C]  Schweine CP Tm [°C]  Schweine CP Tm [°C] 
SB 1 24,33 81,7  SB 23 30,87 82,8  SB 43  26,8 83 
SB 3 18,75 81,7  SB 25 24,96 82,8  SB 44 32,38 83 
SB 4 16,89 81,7  SB 26 26,12 82,8  SB 45 26,62 83 
SB 7 26,75 81,7  SB 27  30,71 83  SB 48 24,34 82,8 
SB 8 25,08 82,2  SB 28  23,92 82,9  SB 51 27,78 82,9 
SB 9 17,1 82,8  SB 31 26,43 83  SB 54  26,81 82,9 
SB 10 24,23 81,7  SB 32 22,25 83  SB 55  31,63 82,2 
SB 11 27,57 81,7  SB 35 23,6 81,4  SB 57 26,68 82,2 
SB 14 20,55 81,7  SB 37 26,63 83  SB 58 22 81,4 
SB 17 24,57 81,7  SB 38 24,88 83  SB 59 19,3 82,2 
SB 20 27,01 82,8  SB 39 25,6 81,4  SB 60  27,3 82,8 
SB 21 23,16 82,8  SB 40 29,14 83  SB 61 28,1 82,2 
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